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aaRS  Aminoacyl-tRNA Synthetase  
ADP Adenosindiphosphat 
APS Ammonium Persulfat 
ATP Adenosintriphosphat 
BAP bacterial alkaline phosphatase 
Bp Basenpaar 
BPB Bromphenolblau 
BSA Bovine serum albumine 
°C Grad Celsius 
cpm counts per minute (radioaktive Zerfälle pro Minute)  
CTP Cytidintriphosphat 
Da Dalton 
DEPC Diethylpyrocarbonat  
DHU Dihydrouridin 
DM Dodecyl-Maltosid 
DMEM Dulbecco’s Modified Eagle Medium 





FCS Fetales Kälberserum 
g Gramm  
GTP Guanosintriphosphat 
H Stunde(n)  
Hum Humane 
IPTG Isopropylthiogalactopyranosid 
IVT in vitro  Transkript 
KSS Kearns-Sayre Syndrome 
LHON  Leber's Hereditary Optic Neuropathy 
M molar [mol/l]  
MELAS Mitochondrial Encephalomyopathy, Lactic Acidosis and Stroke-like 
episodes 
MERRF Myoclonic Eepilepsy with Ragged-Red Fiber 
min Minute(n) 
mM Millimolar 




mRNA messenger RNA 
mt mitochondrial 






OD Optische Dichte 
PAGE Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
PCR Polymerase chain reaction 
PDB Proteindatenbank 
PNK Polynukleotidkinase 
RNA ribonucleic acid  
Rnase Ribonuclease  
RRF ragged red fibers 
rRNA ribosomal RNA 
RT Raumtemperatur 
Sec Sekunde(n) 
SDS Sodium dodecyl sulfate 
ss single-stranded 
SSC sodium chloride – sodium citrate 
TEMED Tetramethylethylendiamin 
TM Schmelzpunkt  
Tris 2-Amino-2-(hydrocymethyl)-1,3-propandiol 






v/v Volumen pro Volumen 
W Watt 
WT Wildtyp 
XC Xylen cyanol Präfixe vor Einheiten:  p  Pico (10
-12
)  
n  Nano (10
-9
)  
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Mitochondrien sind Organellen eukaryotischer Zellen, die für die Energieproduktion der Zellen 
verantwortlich sind, sowie über ein eigenes Genom verfügen. Das menschliche mitochondriale 
Genom kodiert 13 Proteine für die Untereinheiten der Atmungskettenkomplexe und 22 transfer 
RNAs (tRNAs). Mehr als 80 verschiedene Punktmutationen in den humanen mitochondrialen 
tRNA Genen werden mit Krankheiten wie Kardiopathie, Enzephalopathie und Myopathien 
assoziert.  
Die Bildung von alternativen sekundären und tertiären tRNA-Strukturen könnte die Pathogenität 
dieser Mutationen erklären. Um Informationen über die strukturelle Dynamik der humanen 
mitochondrialen tRNAs und über pathogene Mutanten (tRNALys-WT, -A8344G, tRNASer(UCN)-
WT, -G7497A, -T7512C, tRNAGln-WT, -T4336C, tRNALeu(CUN)-WT, -A12320G, -G12315A) zu 
bekommen, wurde die Struktur von in vitro Transkripten mit folgenden Methoden genauer 
untersucht: chemische und enzymatische Kartierung, UV-Schmelzkurvenanalyse und 
elektrophoretische Mobilität auf nativen Gelen, sowie posttranskriptionelle Modifikation mit 
Enzymen aus humanen mitochondrialen Extrakten und aus Saccharomyces cerevisiae (scPus1p 
und scPus4p).  
Folgende Ergebnisse wurden dabei gewonnen: enzymatische und chemische Kartierungsdaten 
und UV-Schmelzkurvenanalyse zeigen, dass die A12320G und G12315A Mutanten der 
tRNALeu(CUN) eine ungewöhnliche Struktur besitzen, die sich vom Wildtyp deutlich unterscheidet. 
In humaner mitochondrialer tRNASer(UCN) führt die G7497A Mutation zu einer stark 
kompaktierten Struktur, was durch temperaturabhängige Strukturanalyse gezeigt wurde. Das 
durch diese Mutation eingeführte G•U Wobble-Paar im D-Stem hat einen negativen Einfluss auf 
die Erkennung sowohl durch humane mitochondriale Enzyme, als auch durch Pus4 und Pus1 aus 
S.cerevisiae. Die strukturelle Dynamik von nicht-modifizierten und teilmodifizierten 
Transkripten, die mit UV-Schmelzkurven analysiert wurden, zeigt, dass posttranskriptionelle 
Modifikationen eine wichtige Rolle in der strukturellen und wahrscheinlich auch in der 
metabolischen Stabilität dieser tRNA spielen. Die Studien der pathogenen G7497A 
Punktmutation in Osteosarcoma Zellen zeigen, dass untermodifizierte tRNAs instabil sind und in 
der Zelle schnell abgebaut werden. Es wurde eine Reduktion zur Verfügung stehender 
funktioneller tRNAs in Mitochondrien auf 10 % gefunden, was zu einer Verminderung der 
Proteinsynthese um 40 % führt [Mollers et al., 2005].  
Insgesamt konnte in der vorliegenden Arbeit gezeigt werden, dass die meisten pathogenen 
Mutationen im Kernbereich der tRNA deren Struktur signifikant beeinflussen. Mit Ausnahme 
einer Mutation T4336C in tRNAGln, welche die Aktivität von Pseudouridin-Synthase im 
Vergleich zu dem Wildtyp erhöhte, zeigten die meisten pathogenen Mutationen eine 







Mitochondria are intracellular organelles responsible for the majority of a cell’s energy 
production. The human mitochondrial genome encodes 13 proteins for subunits of the respiratory 
chain complexes and 22 transfer RNAs (tRNAs). More than 80 different point mutations in 
human mitochondrial tRNA genes are correlated with severe disorders, including fatal 
cardiopathies, encephalopathies, myopathies, and others. 
The formation of alternative secondary and tertiary structures of mutant tRNAs could explain 
their pathogenicity. To obtain information about the structural dynamics of the secondary and 
tertiary structures of human mitochondrial tRNAs and their mutants (tRNALys-WT, -A8344G, 
tRNASer(UCN)-WT, -G7497A, -T7512C, tRNAGln-WT, -T4336C, tRNALeu(CUN)-WT, -A12320G, -
G12315A), we have analysed the structure of their in vitro transcripts using the following 
biochemical methods: chemical and enzymatic probing of RNA, UV-melting curves, 
nondenaturating gelelectrophoresis and post-transcriptional modification with mitochondrial 
extracts, Pus1 and Pus4 from Saccharomyces cerevisiae.  
Results of enzymatic and chemical probing and also of UV-melting curve measurements suggest 
that boths mutants of tRNALeu(CUN), A12320G and G12315A, possess an unusual structure 
compared to the wild-type. The mutation G7497A, which leads to a C to U transition, changes a 
G-C pair in the D-stem of the tRNASer(UCN) into a G•U wobble pair. It was shown that this causes 
a dramatic decrease of the steady-state level of functional tRNA molecules below 10 %, as well 
as a 40 % lower rate of protein synthesis  [Mollers et al., 2005]. The chemical and enzymatic 
RNA probing at different temperatures suggests that the mutant exhibits an unusual structure, 
which is also apparent in nondenaturating gel electrophoresis experiments. The structural 
disturbance introduced by the wobble-pair was also shown to affect recognition by modification 
enzymes including Pus4 and Pus1 from S.cerevisiae. The structural dynamics of partial modified 
and unmodified in vitro transcripts were analysed by UV-melting curves. These experiments 
suggest an important role of post-transcriptional modifications in structural and, likely, metabolic 
stability of this tRNA.  
In summary, our results showed that most mutations in the core-region of tRNA significantly 
affect the tRNA structure. Examination of post-transcriptional modification of human 
mitochondrial tRNAs and their pathogenic mutants with a mitochondrial extract showed a 
reduction in the modification levels of all mutants, except tRNAGln-T4336C, that lead to increase 






Mitochondrien sind Organellen eukaryotischer Zellen, die einen Durchmesser von 0,2 - 1 µm 
haben (Abbildung 1.1). Ihre wesentliche Funktion besteht darin, aus der Verbrennung von 
Kohlenhydraten und Fetten mittels Oxidation einfache Energieträger wie NADH und FADH2 zu 
gewinnen, und anschließend durch verschiedene biochemische Reaktionen der Atmungskette 
ADP mit Hilfe oxidativer Phosphorylierung in energiereiches ATP umzuwandeln. Mitochondrien 
werden deshalb oft auch als „Kraftwerke“ der Zelle 
bezeichnet. Sie kommen in allen Zellen außer in den roten 











Nach der Endosymbiontentheorie haben sich Mitochondrien aus einem aerob lebenden, 
Sauerstoff-atmenden Bakterium entwickelt, welches im Laufe der Evolution von einer 
mitochondrienlosen eukaryotischen Wirtszelle aufgenommen wurde. Das Zusammenspiel der 
beiden Organismen hat sich dann im Verlauf der Evolution zu einer gegenseitigen Abhängigkeit 
entwickelt. Wesentliche Schritte beim Verlust der Selbständigkeit waren die Verlagerung vieler 
ursprünglich prokaryotischer Gene in den Zellkern [Gray, 1989], [Gray et al., 1999].  
Je nach Energiebedarf besitzen Zellen einige wenige (z.B. Hautzellen nur ca. ein Dutzend) bis 
tausende Mitochondrien (z.B. Herz, Leber, Nieren); jede Organelle enthält wiederum zwei bis 
zehn mtDNA-Kopien [Veltri et al., 1990]. In den 50er Jahren gelang es erstmals mit Hilfe der 
Elektronenmikroskopie die komplexen intramitochondrialen Strukturen sichtbar zu machen 
[Palade, 1953]. 
 




1.1.1 Struktur der Mitochondrien 
Mitochondrien besitzen zwei Membranen (Abbildung 1.2). Die äußere Membran enthält Porine 
und dient damit als Diffusionsbarriere. In der stark gefalteten inneren Membran sind die 
wesentlichen Enzyme der Atmungskette eingebettet und diese Membran ist für die meisten 
kleinen Moleküle und Ionen undurchlässig. Sie 
ist zur Vergrößerung der Oberfläche in 
zahlreiche sogenannte Cristae gefaltet. In diesen 
Cristae befinden sich die Enzyme der 
mitochondrialen Atmungskette. Die innere 
Membran umschließt die mitochondriale Matrix, 
die die DNA und alle zur Genexpression 
notwendigen Elemente enthält.  Die Ribosomen 
sind kleiner als die cytoplasmatischen und 
gehören dem prokaryotischen 70S Typ an.    
 
Abbildung 1.2: Schematische Darstellung des Mitochondriums. 
 
 
Mitochondrien variieren je nach Zelltyp. Je nach den Einstülpungen der Innenmembran 
unterscheidet man: Crista-Typ und Tubulus-Typ. Außerdem kann die Matrix je nach 
Proteinreichtum hell und dunkel erscheinen. 
Lange Zeit ging man davon aus, dass Mitochondrien in der Regel eine nierenförmige Gestalt 
aufweisen und in der Zelle frei verteilt vorliegen. Erst die Anwendung von spezifischen 
Farbstoffen in lebenden Zellen zeigte, dass Mitochondrien ein dynamisches Netzwerk ausbilden 
[Hermann and Shaw, 1998; Yaffe, 1999]. Sie bewegen sich kontinuierlich an den Bahnen des 
Zytoskeletts entlang, fusionieren miteinander und teilen sich wieder [Bereiter-Hahn and Voth, 
1994]. Die Dynamik der Mitochondrien spielt eine wichtige Rolle für ihre Vererbung bei der 
Zytokinese und für den Erhalt mitochondrialer Funktionen in der vegetativen Zelle. Der 
intrazelluläre Transport von Mitochondrien wird (abhängig vom Zelltyp) entweder durch 
Aktinfilamente oder durch Mikrotubuli vermittelt. Mitochondrien sind oft in intrazellulären 
Bereichen hohen Energiebedarfs lokalisiert. Nervenzellen stellen dafür ein Beispiel dar. Hier 
werden die Mitochondrien im Zellkörper sich teilen und anschließend durch das Axon über große 





zur Verfügung stellen. Der Transport von Mitochondrien wird durch molekulare Motorproteine 
vermittelt, die an die Oberfläche der Organellen binden und dann entlang der Bahnen des 
Cytoskeletts wandern [Hollenbeck, 1996; Langford, 1995; Nangaku et al., 1994].  
 
1.1.2 Funktion der Mitochondrien 
Mitochondrien sind an vielen Stoffwechselprozessen in der Zelle beteiligt; beispielsweise die 
Gewinnung von Energie in Form von ATP durch die oxidative Phosphorylierung, Citratzyklus, 
Fettsäureabbau, Biosynthese der Eisen/Schwefel-Gruppen, Apoptose und der Synthese des 
Hämmoleküls, der Nukleotide und von Phospholipiden [Kozlov et al., 1999] [Lill and Kispal, 
2000]. 
Die oxidative Phosphorylierung ist die wichtigste Reaktionsfolge zur Energiegewinnung in 
aeroben Organismen. Die komplexen Metabolite unserer täglichen Nahrung wie Kohlenhydrate, 
Lipide und Proteine werden zunächst zu ihren monomeren Einheiten, vor allem Glukose, 
Fettsäuren, Glycerin und Aminosäuren und anschließend zu Acetyl-CoA abgebaut. Im 
Citronensäure-Zyclus wird Acetyl-CoA durch O2 zu CO2 oxidiert, wobei gleichzeitig die 
Coenzyme NAD+ and FAD zu deren energiereichen Zwischenprodukten NADH and FADH2 
reduziert werden. Im letzten Teil dieses Stoffwechselweges werden Elektronen von NADH oder 
FADH2 auf den Sauerstoff O2 übertragen, und zu H2O reduziert. Die dabei frei werdende Energie 
treibt die Synthese des energiereichen ATP aus ADP durch Phosphorylierung mit Pyrophosphat 
an (Abbildung 1.3). 
Die Elektronenübertragung von NADH oder FADH2 auf O2 wird durch eine Reihe hintereinander 
geschalteter Enzyme in der inneren Mitochondrienmembran vermittelt. Die Elektronen werden 
von den Komplexen I [Janssen et al., 2006] und II [Sun et al., 2005] durch Coenzym Q an 
Komplex III [Xia et al., 1997] und weiter durch das Membranprotein Cytochrom C an Komplex 
IV [Taanman, 1997] transportiert, bis sie schließlich auf molekularen Sauerstoff übertragen 
werden. Allerdings findet die Übertragung von Elektronen bei zirka ein bis drei Prozent des 
Sauerstoffs unvollständig statt, wobei anstelle von Wasser das Superoxidanion (eine 
Sauerstoffbindung mit einem ungepaarten Elektron, O2⎯•) entsteht, die als reaktive 
Sauerstoffspezies (ROS, reactive oxygen species) bezeichnet werden. Diese erzeugen in der Zelle 
den „oxidativen Stress“, der Schäden in Zellen verursacht, zur Abnahme der Mitochondrien und 
mtDNA führt [Lee et al., 2000], und damit zum Altern beiträgt. 




Das Altern ist mit einer progressiven Abnahme von Muskelmasse und Muskelleistung verbunden 
[Evans, 1995]. Der Verlust der Masse wurde im Skelettmuskel, Gehirn und anderen Geweben 
gefunden, die einen hohen Bedarf an oxidativer Phosphorylierung Energie haben. [Fries, 1980; 
Shigenaga et al., 1994]. Eine steigende Zahl von atmungsdefekten Zellen wurde auch in Herz und 
Skelettmuskeln nachgewiesen [Muller-Hocker, 1989] [Muller-Hocker, 1992]. 
 
 
Abbildung 1.3: Oxidative Phosphorylierung. 
 
Mitochondrien sind nicht nur die Energielieferanten unserer Zellen – sie bestimmen auch über 
Leben und Tod. Aus bisherigen Untersuchungen ist bekannt, dass apoptogene Faktoren wie 
CytochromC und AIF (apoptosis inducing factor) in einem frühen Stadium der Apoptose aus den 
Mitochondrien freigesetzt werden [Green and Reed, 1998]. 
Bis vor kurzem ging man davon aus, dass Fe-S-Cluster in der Zelle spontan entstehen und in 
Apoproteine eingebaut werden, 1998 wurde jedoch gezeigt, dass die Fe-S-Cluster durch die ISC 
(iron sulfur cluster)-Maschinerie in den Mitochondrien synthetisiert und in die Apoproteine 






1.1.3 Transport der kernkodierten Proteine in das Mitochondrium 
Etwa 85% der mitochondrialen Proteine sind kernkodiert, werden im Cytoplasma translatiert und 
in die Mitochondrien transportiert. Es sind nicht nur die Untereinheiten der 
Atmungskettenkomplex-Proteine, sondern auch die DNA- und RNA-Polymerasen, ribosomale 
Proteine, verschiedene Initiations-, Elongations- und Terminationsfaktoren, tRNA 
Modifikationsenzyme, aaRS-en (Aminoacyl-tRNA Synthetases) und viele weitere Enzyme, die für 
die tRNA-Reifung gebraucht werden. Die Transportmaschinerie selbst ist auch von kernkodierten 
Proteinen abhängig. Man kennt drei Membrankomplexe, die an dem Transport von 
Polypeptidketten in die Mitochondrien beteiligt sind: den TOM (translocase of the outer 
membrane)-Komplex in der Außenmembran, sowie die TIM22-und TIM23 (translocase of the 
inner membrane) -Komplexe in der Innenmembran.  
Die mitochondrialen Proteine besitzen entweder ein internes Importsignal oder eine N-terminale 
Präsequenz. Diese Präsequenzen sind 20-60 Aminosäuren lang und bilden eine amphipathische 
α-Helix aus, die auf einer Seite positive und auf der anderen lipophile Aminosäureseitenketten 
tragen [von Heijne, 1986]. Nach dem Import werden die Präsequenzen proteolytisch entfernt. Ein 
zu transportierendes Protein bildet zunächst mit Hitzeschockproteinen einen Komplex, bevor es 
an das Protein in der Mitochondrienmembran, Tom, andocken kann. Im Intermembranraum 
werden die Proteine mit einer N-terminalen Präsequenz auf den TIM23-Komplex bzw. Proteine 
mit einem internen Importsignal auf den TIM22-Komplex übertragen, und von dort in die Matrix 









Abbildung 1.4: Proteintransport in 
Mitochondrien [Truscott et al., 2003]. 
OM, Außenmembran; IMS, Intra- 
membranraum; IM, Innere Membran; 
TOM, translocase of the outer membrane; 
TIM, translocase of the inner membrane. 
 




1.2 Mitochondriale DNA des Menschen 
Das Mitochondrium besitzt ein eigenes Genom. In menschlichen Zellen kommen bis zu hundert 
Mitochondrien vor und bis zu tausend Kopien der mtDNA pro Zelle [Veltri et al., 1990]. Die 
mitochondriale DNA ist ein ringförmig geschlossenes, doppelsträngiges, superhelikales DNA-
Molekül mit einer Länge von 16569 bp, und kodiert für 13 Proteine von insgesamt 84 
Untereinheiten der Atmungskette (ND1-6 und ND4L Untereinheiten für NADH Dehydrogenase 
(Komplex I); COX1-3 und CYTB für Cytochrom C Oxidase (Komplex IV) ATP6 und ATP8 für 
ATP-Synthase (Komplex V)), 2 rRNAs (16S und 12S) und 22 tRNAs (Abbildung 1.5) [Brandon 
et al., 2005]. Die restliche Proteine (~1000) werden im Zellkern kodiert [Anderson et al., 1981] 
[Attardi and Schatz, 1988]. Tabelle 1.1 gibt eine Übersicht über die einzelnen Untereinheiten der 
Atmungskette (Komplex V wird auch mit aufgeführt). 
 













35 4 10 10 12 
Mitochondrial-kodierte 
Untereinheiten 
7 0 1 3 2 
Tabelle 1.1: Übersicht über die Anzahl der kern- bzw. mitochondrial-kodierten Untereinheiten der vier Komplexe 
der Atmungskette und ATP-Synthase. 
 
 
Im Gegensatz zum Kerngenom besitzt das mitochondriale Genom eine sehr kompakte Struktur, 
d. h. ca. 93% der DNA-Sequenzen sind kodierend (Abbildung 1.5). Mitochondriale DNA ist 
instabil. Der fehlende Histonschutz, ein ineffizienter Fehlererkennungs- und 
Reparaturmechanismus und der Einfluss von starken Oxidantien machen das mt Genom 
verletzbar, was sich in einer 10 bis 20fach höheren Mutationsrate als in der chromosomalen DNA 
(im Zellkern) niederschlägt [Croteau et al., 1999] [Marcelino and Thilly, 1999].  
Punktmutationen und Deletionen im mitochondrialen Genom können zu erheblicher 
Beeinträchtigung der Atmungskette führen. Bei Mutationen der mtDNA ist nur ein Teil der 
DNA-Moleküle betroffen, so dass in einem Gewebe neben Wildtyp-mtDNA auch mutierte 
gefunden werden kann (Heteroplasmie). Wenn das Verhältnis von mutierter DNA zu Wildtyp 
einen bestimmten Schwellenwert überschreitet, kann die verminderte Energieversorgung der 





Energiebereitstellung durch die Mitochondrien gestört, kann es beim Menschen zur Ausbildung 
schwerer Erkrankungen kommen (1.4). Das mitochondriale Genom wird nahezu ausschließlich 
maternal vererbt [Giles et al., 1980], obwohl in seltenen Einzelfällen auch paternale mtDNA 







Abbildung 1.5: Genkarte der 
menschlichen mitochondrialen DNA 
und die Lokalisierung der geläufigsten 
Krankheitsmutationen. Der äußere 
Strang wird als „Heavy-Strand“ (H-
Strang), der innere als „Light-Strand“ 
(L-Strang), bezeichnet. Auf dem 
Genom befinden sich neben den 13 
Strukturgenen von den Untereinheiten 
der Atmungskettenenzyme die Gene 
von 2 rRNAs und 22 tRNAs. ND1 bis 
ND6 kodieren für die Untereinheiten 
des Komplexes I der Atmungskette, die 
Gene CO I (COX I) bis CO III (COX 
III) kodieren für Komplex IV. Cyt b 
kodiert für das Cytochrom b des 
Komplexes III und ATPase 6/8 für 
Untereinheiten des F0-Bereiches der 
ATP-Synthase. OH und OL sind die 
Replikationsursprünge des H- bzw. des 
L-Stranges. PH und PL sind die 
Promoter für die jeweiligen Stränge 




1.2.1 Replikation der mitochondrialen DNA 
Mitochondrien besitzen komplette Maschinerien zur Replikation, Transkription und Translation.  
Die Replikation der mtDNA ist abhängig von kernkodierten Genprodukten (DNA-Polymerase γ, 
mtTFA, Topoisomerase II). Die mtDNA wird in einen H-Strang (H; heavy) und einen L-Strang 
(L; light) unterteilt, was sich von unterschiedlicher Sedimentationsgeschwindigkeit im Caesium-




Chlorid-Gradienten ableitet. Eine kurze dreisträngige Region, D-Loop genannt (D; displacement) 
[Kasamatsu et al., 1971] enthält den Replikationsursprung OH. Bei der Replikation wird  zunächst 
der schwere Strang ausgehend vom Replikationsursprung OH zu etwa 2/3 repliziert, bis der 
Replikationsursprung OL für den leichten Strang erreicht ist. Anschließend erfolgt die Replikation 
des gesamten L-Stranges gegen den Uhrzeigersinn und gleichzeitig die Fortsetzung der 
Replikation des H-Stranges in der anderen Richtung [Clayton, 2003]. Bei eukaryotischer Kern-
DNA existieren viele Stellen, an denen die Replikation gleichzeitig oder in kurzen Zeitabständen 
beginnt. Neuste Ergebnisse durch AFM- (atomic force microscopy) und 2D-Agarosegel- 
Analysen deuten auf einen alternativen Replikationsweg mit mehreren OL für mtDNA hin 
[Brown and Clayton, 2006]. 
 
1.2.2 Transkription der mitochondrialen DNA 
Die Transkription der mtDNA erfolgt mittels einer nukleär kodierten RNA-Polymerase. Die zwei 
Promotoren für die Transkription des schweren (H-) und ein Promotor für die Transkription des 
leichten (L-) Stranges befinden sich in einer 1121 Basenpaare langen, nicht-kodierenden Region 
der mtDNA, die als D-Loop (displacement-loop) bezeichnet wird. Die Transkription des H-
Stranges erfolgt im Uhrzeigersinn und die des L-Stranges entgegen dem Uhrzeigersinn 
(Abbildung 1.6). Es entstehen 
polycistronische Transkripte, aus denen 
die rRNAs, tRNAs und mRNAs durch 
RNasen prozessiert und die mRNAs dabei 
polyadenyliert werden [Attardi and Schatz, 






Abbildung 1.6: Transkription der mitochondrialen 
DNA. H-Strand, äußerer Strang, L-Strand, innerer 
Strang. H1 und H2  sind die Promotoren für den H-







1.2.3 Der genetische Code 
Die DNA enthält nur 4 unterschiedliche Mononukleotide, daher ist eine Abfolge von mindestens 
drei Nukleotiden (Triplett) erforderlich, um jeder der 20 Aminosäuren ein definiertes Codon 
zuzuordnen. Es stehen 43 = 64 Möglichkeiten als Kombination von drei Basen  zur Verfügung 
(Tabelle 1.2). Diese Zuordnung der Aminosäuren hat man bei allen Lebewesen gefunden, deshalb 
nennt man den genetischen Code „universell“. Ausnahmen sind vor allem in Mitochondrien, aber 
auch bei einigen Bakterien, Einzellern und Pilzen zu finden. In den Mitochondrien wird das Stop-
Codon UGA oft als Trp, das Ile-Codon AUA als Met und das Arg-Codon AGR als Stop-Signal 
verwendet (Tabelle 1.2 grün). In Cileaten wird das Stop-Codon UAR häufig als Gln und das 
Stop-Codon UGA in Mycoplasma als Trp translatiert.  
Manche Codons kodieren für dieselbe Aminosäure, obwohl sie sich in der dritten Base  
unterscheiden. Die tRNAs, die mit unterschiedlichen Anticodons von der gleichen Aminoacyl-
tRNA-Synthetase beladen werden, nennt man Isoakzeptoren. Gleichzeitig können auch 
verschiedene Basentripletts mit der gleichen tRNA interagieren (Wobble-Hypothese), weil die 
dritte Position des Codons unübliche Basenpaare bildet [Barrell et al., 1980]. 
 
zweite Base erste 























































































Tabelle 1.2: Der universelle genetische Code mit 61 Codons für 20 Aminosäuren und drei Stopp-Codons. Start-
Codon ist immer AUG (Methionin). Das Stopp-Codon UAA wird auch als ochre, das Stopp-Codon UGA als opal 
und das Stopp-Codon UAG als amber bezeichnet, u.a. nach dem Name des Erstentdeckers, der Bernstein hieß; das 
englische Wort für Bernstein ist AMBER. OCKER und OPAL sind weitere Wortspiele, die von AMBER abgeleitet 
werden. Unterschiede zwischen dem „universellen“ und dem mitochondrialen genetischen Code sind grün 
gekennzeichnet. 
 




Die erste genetisch codierte modifizierte Aminosäure war Selenocystein, das in Proteinen von 
Archea bis zu Säugetieren gefunden wurde [Berry et al., 2001; Rother et al., 2000]. Sie entsteht 
nicht durch posttranslationale Modifikation, sondern wird durch das UGA (Opal-Stoppcodon) 
kodiert [Chambers et al., 1986]. 
Die Arbeitsgruppen von Krzycki und Chan haben 2002 eine andere genetisch codierte, 22-ste 
Aminosäure (Pyrrolysin) beschrieben [Hao et al., 2002] [Srinivasan et al., 2002].  
 
 
1.3  tRNA 
tRNAs sind „Adapter“ zum Einbau der Aminosäuren bei der Translation der mRNA, dabei gibt 
es zum Teil mehrere tRNA-Spezies für eine Aminosäure (Isoakzeptoren). Für das Ablesen der 
mRNA ist es wichtig, dass das Ribosom das richtige Leseraster auf der mRNA erkennt. Die zwei 
funktionellen tRNA Bindungsstellen (A und P) am Ribosom sind für die Bindung und das 
Ablesen der mRNA verantwortlich. Die Funktion der dritten (E-Stelle) wurde für die Kontrolle 
der Einhaltung des Leserasters der mRNA bei der Proteinbiosynthese nachgewiesen [Marquez et 
al., 2004]. Die Länge aller reifen tRNAs liegt zwischen 73-95 Nukleotiden. (Abbildung 1.7).  
Die aktuelle tRNA-Datenbank besteht aus 7600 tRNA Gensequenzen aus 131 Organismen 
sowohl Archaebakterien, Eubakterien als auch Eukaryoten, sowie 571 tRNA-Sequenzen auf 
RNA-Ebene inklusive 79 modifizierten Basen. Davon sind 64 Sequenzen von mitochondrialen 
Säuger tRNAs [Sprinzl and Vassilenko, 2005].  
 
 
1.3.1 Struktur der tRNA 
Für die Interaktionen zwischen einer tRNA und den entsprechenden Enzymen, wie aaRS, 
Modifikationsenzymen, Translations- und Elongationsfaktoren sowie für die Erkennung durch 
Ribosomen, sind konservierte Sequenzen der tRNA-Struktur verantwortlich. Die Struktur der 
RNA lässt sich in drei grundlegende Organisationsebenen einteilen: Primär-, Sekundär- und 
Tertiärstruktur. Die sekundäre Struktur der tRNA entsteht durch Haarnadelschleifen-Bildungen 
der bestimmten Regionen der primären Sequenzen und wird in sechs Bereiche unterteilt. Der 





Überhang 5´-NCCA-3´. Dessen Adenosin wird mit der entsprechenden Aminosäure verestert. T-
Arm und Anticodonarm bestehen jeweils aus einem 5 Basenpaaren langen Stamm (Stem) und 
einer meist 7 nukleotidlangen Schleife (Loop). Der D-Arm beginnt mit einem 3-4 Basenpaaren 
langen Stamm, während die Schleife wie auch der variable Arm (auch Connector 2 genannt) in 
ihrer Größe variieren [Steinberg et al., 1997]. Die D- und T-Regionen haben ihren Namen von 
den modifizierten Nukleotiden in den Loops, Dihydrouridin (D) bzw. Ribothymidin (T). Die 
sechste Region wird Connector 1 genannt und ist eine Übergangsregion zwischen Acceptor- und 
D-Arm. 
Die Tertiärstruktur einer tRNA wurde erstmals unabhängig voneinander von Klug und Rich 
beschrieben [Kim et al., 1974; Robertus et al., 1974]. Kristallstrukturanalysen zeigten, dass die 
tRNAs in ihrer dreidimensionalen Struktur ein gedrehtes „L“ darstellen. Die beiden Schenkel des 
L bestehen aus dem auf dem Akzeptor-Arm gestapelten T-Arm, der eine durchgehende 11 
Nukleotide lange Doppelhelix bildet und dem Anticodonarm mit D-Arm, der nicht gestapelt aber 
ähnlich angeordnet ist. Zur Bildung der L-Struktur erfolgt eine Interaktion zwischen T-, D- und 
variablem Loop, die durch tertiäre Wechselwirkungen entsteht [Steinberg et al., 1997] 
(Abbildung 1.7). In diesem so genannten Kernbereich der tRNA sind viele Nukleotide wie z.B. 
m1G9, m2G10, m22G26, T54, Ψ55 und m5C48/49 modifiziert [Limbach et al., 1994] (1.3.5).  Die 
drei typischen Wechselwirkungen für die klassischen tRNAs sind G19–C56, G18–Ψ55 und T54–
A58. Das G15 – C48 Basenpaar ist ein “reverses Watson-Crick-Paar” und T54–A58 ein “reverses 
Hogsteen-Paar”. Die Kristallstrukturanalyse von tRNA zeigte, dass der T-Loop bei der Stapelung 
des G53–C61 Basenpaars über dem reversen trans Hoogsteen T54–A58 Basenpaar stabilisiert 
wird und dabei eine charakteristische Wölbung der zwei Pyrimidine in Positionen 59 und 60 nach 
außen entsteht [Westhof et al., 1983] [Romby et al., 1987] [Dirheimer et al., 1995]. Das 
Basenpaar G18 – Ψ55 ist auch über das T54–A58 Basenpaar gestapelt. Es existieren außerdem 
eine Reihe von Basentripletts, die aus einem Watson-Crick Paar bestehen, das über eine oder 
zwei Wasserstoffbrücken mit einer weiteren Base verknüpft ist: U8–A14–A21, 9–23–12, 25–10–
45, 13–22–46. In all diesen Tripletts sind die Kettenverläufe notwendigerweise einmal parallel 
und einmal antiparallel. 
 





                     
Abbildung 1.7: Diagramm der Sekundär- und 3D-Struktur der tRNA am Beispiel der Hefe tRNAPhe.  Die Domänen 
sind farbig gekennzeichnet. (A) Modifikationen sind in der klassischen Kleeblattstruktur der tRNA gezeigt. Watson-
Crick-Basenpaare sind durch Linien und G-U-Wobble-Basenpaar durch einen Kreis dargestellt. Ψ, Pseudouridin; D, 
Didydrouridin; T, Ribothymidin. (B) Klassische Darstellung der Tertiärstruktur von cytosolischer tRNAPhe aus Hefe 
in der aus der Kristallstruktur der tRNA (PDB-Nummer: 1EVV) abgeleiteten L-Form. 
 
 
RNA Doppelhelices liegen ausschließlich in der A-Form vor. Neben den klassischen Watson-
Crick Basenpaarungen [Leontis and Westhof, 2001] [Leontis et al., 2002] kommen aber recht 
häufig auch nicht-Watson-Crick Basenpaarungen vor, wie z.B. G•U [Helm et al., 2000; Masquida 
et al., 1999] [Masquida and Westhof, 2000]. Sie passen jedoch relativ gut in die Watson-Crick-
Geometrie der RNA-Helix und erzeugen nur eine geringfügige Ausbuchtung des 
Phosphatrückgrates.  
tRNA-Moleküle benötigen divalente Kationen wie Mg2+, um sich in die biologisch aktive Form 
zu falten. Kristallstrukturanalysen deuten z.B. bei tRNAPhe auf vier Magnesiumbindungsstellen 
hin. Alle vier Stellen befinden sich in den nicht helikalen Regionen der tRNA. Zwei 
Magnesiumionen binden an die Nukleotide des D-Loops; das erste an die G19 und das zweite an 
G20, A21. Ein anderes Magnesium wird im variablen Loop an die Phosphatreste der Nukleotide 
U8 bis U12 durch Wasserstoffbrücken koordiniert. Die vierte Bindungsstelle befindet sich im 
Anticodon-Arm 
Acceptor-Arm (7 Bp) 
D-Arm 
T-Arm 
  Connector 1 (2 nt) 
Connector 2  
Variable-Loop (5 nt) 





Anticodon-Loop. Das Magnesiumion wird durch die Reste 37 bis 39 und 32 gebunden und an der 
Bildung der Anticodongeometrie stark beteiligt [Holbrook et al., 1977]. 
 
 
1.3.2 Struktur mitochondrialer tRNA 
Das mitochondriale Genom kodiert 22 tRNAs und enthält damit alle 20 für die Translation 
benötigten tRNAs (es gibt jeweils zwei Isoakzeptoren für tRNALeu und tRNASer, die strukturell 
von den klassischen tRNAs abweichen) [Dirheimer et al., 1995]. 20 der 22 menschlichen 
mitochondrialen tRNAs falten sich in die klassische „Kleeblatt“-Struktur (Abbildung 1.7). Zwei 
tRNAs, die zu der Ser-Familie gehören, unterscheiden sich allerdings stark von den klassischen 
tRNAs (Abbildung 1.8). tRNASer(AGY) hat einen gekürzten Connector 1, dem der  komplette D-
Arm fehlt [de Bruijn et al., 1980] [Hayashi et al., 1997] und auch tRNASer(UCN) hat einen 
gekürzten Connector 1, sowie einen verlängerten Anticodon-Arm (6 Basen-Paare statt 5) 
[Hayashi et al., 1998; Watanabe et al., 1994].  
Bei Untersuchung der 679 mitochondrialen tRNA Sequenzen aus Säugern wurden konservierte 
Regionen in den Längen der gepaarten Regionen (Stem) und ihrer Schleifen (Loop) festgestellt 
[Helm et al., 2000]. Alle 20 tRNA Familien enthalten einen 7 Basenpaare langen Akzeptorarm 
und einen 2 Nukleotide langen Connector 1, der den Positionen 8 und 9 in klassischen tRNAs 
entspricht. Die D- und T-Loop Längen, welche bei klassischen tRNAs konserviert sind (8-10 
Nukleotide bzw. 7 Nukleotide), variieren bei den mt tRNAs (2-11 Nukleotide bzw. von 1-10 
Nukleotide) sehr stark. Die variable Region (Connector 2), die bei klassischen tRNAs aus 
zwischen 4 und 21 Nukleotide bestehen kann, ist bei mt tRNAs nur 2 bis 4 Nukleotide lang. Eine 
„8 – N ,9 – N“ Faustformel für die Connector 1 und Connector 2 (variable Loop) Regionen 
wurde von Steinberg und Cedergren 1994 vorgeschlagen: eine tRNA mit N Basenpaaren im 
Anticodon-Stem muss mindestens 8 – N Nukleotide in Connector1 und 9 – N Nukleotide in 
Connector2 enthalten [Steinberg and Cedergren, 1994].  
Obwohl drei der typischen Wechselwirkungen klassischer tRNAs, nämlich G19–C56, G18–Ψ55 
und T54–A58 nur bei wenigen mitochondrialen tRNAs vorhanden sind, wie z.B. tRNASer(UCN) 
[Hayashi et al., 1998], tRNALeu(CUN) und tRNAGln [Helm et al., 2000], falten sich die 
mitochondriale tRNAs in die klassische L-Form. Die Tripletts 9-(23-12) und (25-10)-45 aber 








           
                    Abbildung 1.8: Humane mitochondriale tRNASer(UCN) und tRNASer(AGY). 
 
 
Bei mitochondrialen tRNAs variiert die Anzahl von Anlagerungsstellen für Magnesiumionen. 
Das Fehlen von drei Nukleotiden im D-Loop, einen Nukleotid in Connector1 und zwei in dem 
variablen Loop (insgesamt sechs Nukleotide) bei mt tRNASer(UCN) führt zu einer Abnahme der 










1.3.3 Prozessierung der tRNAs 
Die Biosynthese von tRNAs geschieht durch Transkription von DNA. Die tRNAs werden 
zunächst als größere Vorläufer-Moleküle mit 5´- und 3´- Extrasequenzen (leader bzw. trailer) 











Abbildung 1.9: tRNA-Prozessierung. tRNAs werden als längere Vorläufer-Moleküle synthetisiert, aus welchen die 
einzelnen tRNAs herausgeschnitten werden. Das Zurechtschneiden am 5´- Ende der tRNA erfolgt durch das Enzym 
RNase P, das Herausschneiden am 3´- Ende führt die RNase Z durch. Nach der Synthese von CCA Sequenzen an 
dem 3´-Ende der tRNA wird es durch die Aminoacyl-tRNA-Synthetase (aaRS) mit einer Aminosäure (aa) verestert. 
 
 
Abbildung 1.9 präsentiert das Prozessierungsschema von tRNAs. Die Prozessierung beginnt mit 
der endonukleolytischen Spaltung des 5´-Endes der tRNA. Dafür ist die Endoribonuklease P 
(RNase P) verantwortlich. Die RNase P besteht bei Prokaryoten aus einer kleinen 
Proteinuntereinheit RnpA (Mr = 15000) und einem RNA-Molekül RnpB (400 Nukleotide). Die 
RNA-Untereinheit enthält eine tRNA-spezifische Bindedomäne und eine katalytische Domäne 
[Krasilnikov et al., 2003]. Das RNase P-Enzym der Archea und Eukarya ist komplizierter 
aufgebaut und benötigt 4-10 Proteinuntereinheiten [Numata et al., 2004]. Die RNase P aus dem 
Kern enthält 10 Protein-Untereinheiten, Rpp14, Rpp20, Rpp21, Rpp25, Rpp29, Rpp30, Rpp38, 
Rpp40, hPop5, hPop1 und eine einzige RNA Sequenz, H1-RNA [Jarrous and Altman, 2001]. Die 
Gruppe von Attardi fand heraus, dass die RNA-Untereinheit von der mitochondrialen RNase P  
mit der H1-RNA von kernkodiertem RNase P identisch ist [Puranam and Attardi, 2001]. In der 
Zelle werden die 5´-Enden aller tRNAs von dem selben Enzym prozessiert. Demzufolge wird die 
Substraterkennung durch die RNase P weniger durch Wechselwirkung mit definierten 
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Sequenzmotiven, sondern hauptsächlich über die gemeinsamen strukturellen Merkmale der 
tRNAs vermittelt. Damit ist die L-Form der tRNA das Erkennungselement für die Interaktion mit 
der RNase P.  
Der zweite tRNA-Prozessierungsschritt ist die Spaltung des 3´-Endes der tRNA durch 
Ribonuklease Z (RNase Z) [Schiffer et al., 2003; Vogel et al., 2005]. RNase Z spaltet den trailer 
von der tRNA meistens direkt nach der Diskriminatorbase, und das 3´-Ende der tRNA wird damit 
für das Addieren der CCA-Sequenzen vorbereitet. Die Reifung von tRNA-Molekülen durch 
RNase Z passiert nicht nur im Zellkern, sondern auch in den Mitochondrien. Auch hier sind die 
Kern- und mitochondrialen RNase Z Enzyme identisch [Levinger et al., 2004].  
tRNA-Nukleotidyltransferasen (CCAsen) sind matrizen-unabhängige Polymerasen, die die 
Sequenz CCA an den 3'-Enden von tRNAs synthetisieren [Nagaike et al., 2001]. Dieser Schritt ist 
für die weitere Aminoacylierung der tRNA mit ihrer Aminosäure notwendig. Bei Bakterien kann 
das CCA-Motiv bei allen tRNA-Genen (wie bei E.coli), bei einem Teil der tRNA-Gene (wie bei 
Bacillus subtilis) oder bei keinem der tRNA-Gene kodiert sein. Als Substrat benötigt CCAse CTP 
und ATP. Aufgrund einer Sequenzhomologie sind CCAsen in zwei Klassen unterteilt; die 
Enzyme von Archea bilden die Klasse I während die Enzyme von Eubakterien und Eukaryoten 
die Klasse II. Obwohl beide Klassen dieselbe Reaktion katalysieren, haben Strukturanalysen 
gezeigt, dass sich die Strukturen der Enzyme von beiden Klassen grundsätzlich voneinander 
unterscheiden [Li et al., 2002] [Okabe et al., 2003]. Die Kristallstrukturen der Enzyme mit ATP 
oder CTP zeigten, dass beide NTP-Substrate mit derselben katalytischen Domäne interagieren 
(Abbildung 1.10). 
 
       
Abbildung 1.10: Kristallstruktur der Klasse II tRNA-Nukleotidyltransferase aus Bacillus stearothermophilus mit 
CTP- (A) und ATP- (B). In grün ist die tRNA-Nukleotidyltransferase vorgestellt. CTP und ATP Farben entsprechen 
den Pymol CHNOS Farben. Die Strukturen von 1MIY und 1MIW wurden mit Hilfe der Pymol Software abgeleitet. 





1.3.4 Aminoacylierung der tRNA 
Die Aminosäuren werden von den Aminoacyl-tRNA-Synthetasen (aaRS) mit den tRNAs 
verestert. AaRS sind komplexe Enzyme, die ATP als Energiequelle und Mg2+-Ionen als 
Cofaktoren nutzen. Es gibt je eine aaRS pro Aminosäure [Szymanski et al., 2001]. Eine 
bestimmte aaRS aminoacyliert gleichzeitig alle Isoakzeptoren für eine spezifische tRNA. Das 
Enzym erkennt dabei sowohl die Aminosäure als auch die dazugehörende tRNA mit hoher 
Spezifität. 
Es gibt zwei Klassen von aaRS, die verschiedene ATP- und Akzeptor-Stem-Bindungsstellen 
haben. Die aaRS der Klasse I enthalten als ATP Bindungsstelle ein klassisches 
Nukleotidbindungsmotiv (Rossman-Faltung, βαβ) und sind meistens Monomere, während Klasse 
II aaRS Dimere oder Multimere sind und eine 7-strängige antiparallele β-Faltblatt Struktur mit 
einer flankierenden α-Helix für die ATP-Bindung enthalten. Die Klasse I aaRS bindet den 
Akzeptor-Stem von der minor groove- und die Klasse II von der major groove-Seite des 
Akzeptors (Abbildung 1.11). Bei der katalytischen Reaktion der Klasse I aaRS wird die 
Aminosäure an das 2´-Ende der tRNA gekoppelt, während bei der Klasse II das 3´-Ende 
bevorzugt wird. Zu der Klasse I gehören die aaRS für Arginin, Cystein, Glutaminsäure, 
Glutamin, Isoleucin, Leucin, Methionin, Tyrosin, Tryptophan und Valin; zu der Klasse II die 
aaRS für Alanin, Asparaginsäure, Asparagin, Glycin, Histidin, Lysin, Phenylalanin, Prolin, Serin 
und Threonin. Beide Klassen sind ihrerseits in die drei Subklassen Ia, Ib, Ic und IIa, IIb, IIc 
unterteilt [Cusack, 1995]. 
Der erste Schritt bei der Aminoacylierung ist die Aktivierung der Aminosäure zum 




ATP + aa → adenyl~aa + PP   (Aktivierung) 
adenyl~aa + RNA → RNA~aa + AMP   (Übertragung) 











    A  Klasse I                                   B   Klasse II                                 C 
 
   
Abbildung 1.11: Kristallstruktur von Aminoacyl-tRNA-Synthetasen der Klasse I (A) und II (B) am Beispiel von 
GlnRS für die Klasse I und AspRS für die Klasse II. Oben sind die Kristallstrukturen der tRNA mit entsprechender 
aaRS und unten die ATP-Bindungsstellen dargestellt. Grün sind die Proteine und orange sind die tRNA. ATP Farben 
entsprechen den Pymol CHNOS Farben. Die Strukturen von 1QRS und 1IL2 wurden mit Hilfe von Pymol Software 




Dieser Vorgang verlangt die Unterscheidung der tRNA-Moleküle, die in ihrer Tertiärstruktur sehr 
ähnlich sind. Der Akzeptorstamm und das Anticodon-Triplett sind die wichtigsten Elemente für 
die Erkennung durch die aaRS [Giege et al., 1998]. Klasse I aaRS erkennen die tRNA an den 
Basenpaaren des Akzeptor-Stems. Klasse II aaRS erkennen Akzeptor-Stem und Anticodon-Loop. 
Ein prominentes Beispiel ist die Erkennung der Alanyl-tRNAs. Hier ist die Aminoacylierung 
durch Alanyl-tRNA-Synthetase von der Anwesenheit des Basenpaars G3-U70 innerhalb des 
Akzeptorarms der tRNA abhängig [Hou and Schimmel, 1988]. Der Austausch von U70 gegen C 
hat eine Abschaltung der Aminoacylierung der tRNA zur Folge [Park et al., 1989]. Sehr oft sind 
Basen innerhalb des Anticodons essentiell für die Erkennung der tRNA durch die entsprechende 
Synthetase [Rould et al., 1991]. Auch die dem CCA-Ende der tRNA direkt benachbarte 
Diskriminatorbase N73 ist oft ein wesentliches Unterscheidungsmerkmal [Hou, 1997]. Der Ersatz 






































der Diskriminatorbase A73 von menschlicher tRNALeu durch die für tRNASer spezifische Base G 
erzeugt einen kompletten Identitätswechsel hin zur Aminoacylierung mit Serin. Das umgekehrte 
Experiment, der Austausch von G73 in humaner tRNASer mit dem für tRNALeu spezifischen A, 
verursacht den totalen Verlust der Spezifität für Serin, ohne eine Leucinakzeptanz zu schaffen 
[Breitschopf and Gross, 1994]. Die SerRS ist eine Ausnahme, wobei kein Nukleotid im 
Anticodon-Loop durch SerRS erkannt wird. Die klassische tRNASer enthält einen 
charakteristischen extralangen variablen Loop (~20 Nukleotide), welcher ein Erkennungselement 
bei SerRS darstellt. Durch biochemische Studien wurde festgestellt, dass die SerRS von Hefe und 
Archea denselben Erkennungsmechanismus verwendet, was darauf hinweist, dass diese 
eigenartige Erkennung des variablen Loops von SerRS in allen drei Reichen hoch konserviert ist, 
mit einer Ausnahme bei der mitochondrialen tRNASer (2 Nukleotide).  Während der Evolution 
wurde dieses Abkürzen des variablen Loops durch Beschaffung von distal Helix und C-Schwanz  
von SerRS kompensiert, was die Änderung des Erkennungselementes (T-Loop) zur Folge hatte 












Abbildung 1.12: Kristallstruktur von mitochondrialen 
Säuger SerRS mit Seryladenylat. Grün sind die Proteine 
dargestellt. Seryladenylat Farben entsprechen den Pymol 
CHNOS Farben. Die Strukturen sind mit Hilfe den Pymol 




Die zwanzig mitochondrialen aaRS werden im Cytoplasma synthetisiert und in die 
Mitochondrien transportiert. Einige menschliche mitochondriale aaRS wurden identifiziert und 
charakterisiert: LeuRS [Bullard et al., 2000], LysRS [Tolkunova et al., 2000], PheRS [Bullard et 
al., 1999], TrpRS [Jorgensen et al., 2000; Shen et al., 2006], GlyRS [Mudge et al., 1998; Shiba et 
al., 1994], HisRS [O'Hanlon and Miller, 2002; O'Hanlon et al., 1995], IleRS [Nichols et al., 1995; 
Shiba et al., 1994], TyrRS [Bonnefond et al., 2005], AspRS [Bonnefond et al., 2005] und SerRS 
[Chimnaronk et al., 2004] [Chimnaronk et al., 2005].  




AaRS enthalten eine zusätzliche Korrekturlesefunktion, durch welche falsch angefügte 
Aminosäuren wieder hydrolytisch abgespalten werden. Auf diese Weise werden auch strukturell 
sehr ähnliche Aminosäuren mit hoher Selektivität unterschieden. Gut untersucht ist die 
Diskriminierung zwischen Val und Thr durch die ValRS und zwischen Val und Ile durch die 
IleRS [Jakubowski, 1996] [Fukai et al., 2000]. Val und Thr sind isosterisch, Val und Ile sind 
ähnlich hydrophob, allerdings ist Val kleiner als Ile. ValRS aktiviert Val ca. 600 mal rascher zu 
Val-AMP als Thr zu Thr-AMP und hydrolysiert Thr-tRNAVal bevor es frei gesetzt wird. Das 
aktive Zentrum für die Hydrolyse bindet Thr (hydrophil) während es Val (hydrophob) 
ausschließt. IleRS aktiviert sowohl Val als auch Ile zu Val-AMP bzw. Ile-AMP. Eine Bindung 
von Leu ist durch die Größe ausgeschlossen. Val-AMP wird dann aber rasch hydrolysiert, weil es 
zu klein für die Bindungsstelle ist. Ile-AMP wird korrekt auf tRNAIle übertragen. 
 
 
1.3.5 Posttranskriptionelle Modifikation der tRNA 
Ein wichtiger Schritt bei der Reifung von tRNA-Vorläufern ist die Modifikation bestimmter 
Nukleotide. Mehr als 95 verschiedene posttranskriptionell modifizierte Nukleotide in allen RNA-
Typen sind bekannt. Bisher hat man über 80 verschiedene modifizierte Nukleotide in tRNAs 
gefunden [Limbach et al., 1994; Sprinzl et al., 1998]. Davon sind 36 in Archea, 42 in Bakterien 
und 47 in Eukaryoten nachgewiesen worden [Auffinger and Westhof, 1998; Rozenski et al., 
1999; Sprinzl et al., 1998]. Modifikationen in tRNAs kann man in zwei Gruppen unterteilen. Zur 
ersten Gruppe gehören die Modifikationen im Kernbereich, die zur Stabilisierung der 
Tertiärstruktur der tRNA dienen [Helm et al., 1999] [Helm, 2006]. Die häufig vorkommenden 
Modifikationen im Kernbereich der tRNA sind T54, Ψ55, m1A8, m1G9, m2G10, m1A58, m22G26, 
m7G46 und m5C49 [Ishitani et al., 2003]. Fast alle tRNAs enthalten zwei konservierte 
modifizierte Nukleotide im T-Loop, nämlich Ribothymidin (T54) bzw. Pseudouridin (Ψ55) 
[Grosjean et al., 1996]. Während T54 bei Mycoplasma fehlt [Andachi et al., 1989], ist Ψ55 für 
die meisten Lebewesen universell.  
Pseudouridin-Synthasen sind die meist benutzten Enzyme für posttranskriptionelle Modifikation. 
Diese Enzyme katalysieren die Isomerisierung von Uridin zu Pseudouridin (Ψ) (Abbildung 1.13) 
und benötigen für die Katalyse keine Cofaktoren. Alle bekannten Ψ-Synthasen von Archea, 





benannt werden, RluA, RsuA, TruA, TruB und TruD. Alle Ψ-Synthasen besitzen eine Kernregion 
mit acht β-Faltblättern sowie verschiedenen Helices und Loops, die die Kernregion flankieren. 







Abbildung 1.13: Isomerisierung von  
 Uridin zu Pseudouridin. 
 
 
Einige Ψ-Synthasen sind jeweils spezifisch für ein zu modifizierendes Nukleotid an einer 
bestimmten Position der tRNA. TruB ist ein Enzym, das die Bildung von Ψ55 im T-Loop 
katalysiert. 
Andere Ψ-Synthasen weisen eine Ortsspezifität in einem bestimmten Organismus auf, wie z.B. 
RsuA ausschließlich U516 in dem 16S rRNA von E.coli isomerisiert.  RluA ist ein Beispiel für 
eine Ψ-Synthase, die bestimmte Positionen von zwei strukturell verschiedenen Typen von RNAs 
(23S rRNA und bestimmte tRNAs) modifiziert, die in ihren Sequenzen eine Ähnlichkeit zeigen. 
Die anderen Ψ-Synthasen, wie TruA und RluD sind multifunktionelle Enzyme, die die Bildung 
von Pseudouridin an verschiedenen Positionen in der selben tRNA katalysieren. 
Die hochspezifischen Enzyme erkennen die zu verändernden Nucleotide in der tRNA auf 
unterschiedliche Weise. Die Arbeitsgruppe von Becker hat gezeigt, dass das hoch konservierte 
Basenpaar G53-C61 ein Erkennungselement für die Pseudouridine-55 Synthase ist. Nicht nur die 
Anzahl der Nukleotide in dem Stem (4) und im Loop (8), sondern auch die hoch konservierten 
Nukleotide in den Positionen 54, 55, 65 und 58 im T-Loop sind wichtig für die Erkennung der 
tRNA durch Ψ55 Synthase [Becker et al., 1997]. Bei dem Kontakt mit dem Enzym klappen die 
drei T-Loop Nukleotide (55, 56 und 57) nach außen, und die Interaktion mit dem D-Loop wird 
dabei zerstört. Das Histidin 43 ist in der TruB Familie hoch konserviert und dient zur 
Stabilisierung der tRNA  flipping-Konformation (Abbildung 1.14 in grün). Basen-flipping wurde 
auch in Kristallstrukturen von DNA-Methyltransferasen dokumentiert [Ahn et al., 2003].  




Dieselbe Rolle wie H43 könnte auch die hoch konservierte Aminosäure Arginin in den RluA, 
RsuA und TruA Familien spielen. Pseudouridine Synthase 1 (Pus1) von Sacchromyces cerevisiae 
ist ein dem TruA ähnliches Enzym. Als Erkennungselement für das Enzym wurden der D-Stem-
Loop und das G26-A44 Basenpaar nachgewiesen [Arluison et al., 1998]. 
Die Pseudouridin Synthase 1 von der Maus (mPus1p) war die erste biochemisch und chemisch 
charakterisierte Synthase von Wirbeltieren. mPus1p katalysiert die Ψ Bildung in den Positionen 
27, 28, 30, 34, 36 von in vitro transkribierten tRNAs von Mensch und Hefe. Die Pseudouridin 
Synthase 1 von Saccharomyces cerevisiae (scPus1p) zeigt katalytische Aktivität in sieben 
Positionen von tRNAs, 26, 27, 28, 34, 36, 65 und 67 und U44 in U2 snRNA [Behm-Ansmant et 
al., 2006].  
 
 
                        
Abbildung 1.14: Basen-flipping. H, Histidin. Die Zahlen entsprechen den Nukleotidpositionen im T-Loop der 
tRNA. Die Strukturen von 1EHZ bzw. 1K8W wurden mit Hilfe der Pymol Software abgeleitet. 
 
 
Eine C?T Transition bei mRNA in der Position 656 in Exon 3 von dem Pus1 Gen von 
Menschen führt zu einem R116W Aminosäureaustausch, der zu der seltenen autosomal-
rezessiven Erbkrankheit MLASA (Mitochondrial myopathie and sideroblastic anemia) führt 
[Patton et al., 2005]. Arginin und Tryptophan unterscheiden sich prinzipiell in ihren 
physikalischen Eigenschaften. Arginin 116 ist in einer hoch konservierten Domäne RTDKGV 
















RTDKGV-Sequenzmotiv stellt die katalytische Domäne dar, die in allen Pseudouridin-Synthase 
Familien (TruA, RluA, RsuA and TruB) vorkommt. 
Das zur E.coli tRNA, Ψ55 Pseudouridin-Synthase homologe Cbf5p stellt die Pseudouridin- 
Synthase Aktivität für die snoRNA-gerichtete Pseudouridinylierungsreaktion bereit [Lafontaine 
et al., 1998]. Archeosin tRNA-Guanin Transglykosylase (ArcTGT) ist das Enzym für die 
Archeosinbiosynthese. Archaeosin (7-formamidino-7-deazaguanosin) ist ein modifiziertes 
Nukleotid, das in den meisten archeabakteriellen tRNAs in der Position 15 vorkommt. Dieses 
Nukleotid im D-Loop der tRNA interagiert mit dem Nukleotid 48 im variablen Loop und dem 
Nukleotid 59 im T-Loop. Es ist damit an der Bildung von D-T-Arm Interaktionen beteiligt. 
ArcTGTs besitzen eine RNA Bindungsdomäne (PUA), die eine hohe Sequenzhomologie zu der 
Bindungsdomäne von Cbf5p/Dyskerin besitzt. Auch die Bindungsdomäne von TruB aus E.coli 
ähnelt sehr der PUA Domäne, obwohl es sich um keine homologe Sequenz handelt. Die 
Kristallstrukturanalyse von ArcTGT-tRNAVal Komplexen hat gezeigt, dass die tRNA in einer λ-








Abbildung 1.15: λ-Form von tRNA [Ishitani et al., 2003]. 
 
 
Modifizierte Nukleotide, die im Anticodon Bereich vorkommen, gehören zu der zweiten Gruppe 
von Modifikationen. Die Positionen 34 und 37 sind am häufigsten und am vielfältigsten 
modifiziert. Die Modifikationen in der Position 34 tragen zur höheren Genauigkeit bei der 
Codon-Erkennung bei [Bjork et al., 2001] [Marck and Grosjean, 2002] [Giege et al., 1998] 
[Stuart et al., 2000] [Yarian et al., 2002]. Die Modifikationen in der Position 34 ermöglichen oder 
erschweren die Paarung mit der Wobble-Position im Codon. Adenosin 34 und Uridin 34 sind in 
nahezu allen tRNAs modifiziert, Ausnahmen sind die mitochondrialen tRNAs und die tRNAs 
von Mycoplasmen. Die Modifikationen des Nukleotides 37 hängen von der Art des Nukleotids 




36 ab. Die Adenosinderivate i6A und t6A stabilisieren die schwachen A(36)=U bzw. U(36)=A 
Basenpaare durch zusätzliche Basenstapelung. Das N1-methylierte Guanin (m1G) ist für die 
Einhaltung des Leserasters wichtig, wenn die Position 36 ebenfalls G ist. Einige Modifikationen 
in dieser Position sind Unikate, wie z.B. 1-Methylinosin 37 in der tRNAAla oder Wye37; 
Wybutosin ist ein hoch modifiziertes Guanin Analogon, das ausschließlich in der Position 37 von 
Hefe tRNAPhe vorkommt.  
Man kennt noch eine andere Funktion der Modifikationen in der Anticodon-Region: die 
Unterdrückung der Basenpaar Bildungen im Anticodon-Loop [Cabello-Villegas et al., 2004; 
Cabello-Villegas et al., 2002; Sundaram et al., 2000]. Es wurde bereits ein Einfluss von 




1.4 Mitochondriale Erkrankungen (Mitochondriopathien) 
Unter dem Begriff Erbkrankheit werden allgemein solche Erkrankungen zusammengefasst, die 
durch untypisch veränderte Erbanlagen ausgelöst werden. Man unterscheidet:  
Autosomal-rezessive Erbkrankheiten: Die Besonderheit tritt nur dann in Erscheinung, wenn sich 
auf jeweils beiden Chromosomen die Mutation in einem bestimmten Gen findet.  
Autosomal-dominante Erbkrankheiten: Hier führt bereits ein verändertes Allel auf einem der 
beiden homologen Chromosomen zur Merkmalsausprägung. 
 
1962 berichtete Rolf Luft [Luft et al., 1962] über eine Untersuchung der Mitochondrien einer 
Frau, die unter lang anhaltender Müdigkeit und Muskelschwäche litt. Die aus den Patienten 
isolierten Mitochondrien unterlagen nicht mehr der normalen Atmungsregulation. Seit diesem 
ersten Artikel sind zahlreiche weitere Krankheiten bekannt geworden, die auf Abweichungen in 
der Struktur und Funktion von Mitochondrien zurückzuführen sind. Meistens sind Muskel- und 
Nervengewebe betroffen, weil diese Gewebe den größten ATP-Bedarf haben. 
 
Mitochondriopathien sind klinisch, biochemisch und genetisch heterogene Erkrankungen, die auf 
Störungen des mitochondrialen Energiestoffwechsels beruhen. Die klinischen Symptome sind 





Sehstörungen, Hörstörungen, Herzrhythmusstörungen und Muskelschwäche [Simon and Johns, 
1999; Wallace, 1993; Wallace, 1999]. Eine Mitochondrien-Erkrankung kann sowohl im 
Kindesalter als auch im Erwachsenenalter auftreten. 
 
In Bezug auf das mitochondriale Genom wurden verschiedene Mutationstypen beschrieben: 
Deletionen/Duplikationen/Insertionen, die zu einer Verlängerung der Genomlänge führen und 
Punktmutationen. Große Deletionen im mt-Genom sind meistens Neu- bzw. Spontanmutationen, 
die heteroplasmisch auftreten. Fast alle Punktmutationen der mtDNA werden mütterlich vererbt 
und können tRNA-, mRNA und rRNA-Gene betreffen. Heute sind mehr als 100 
Deletionen/Duplikationen/Insertionen und mehr als 80 verschiedene Punktmutationen im 
humanen mitochondrialen Genom beschrieben [Kogelnik et al., 1996] [Florentz et al., 2003]. Ein 
Großteil dieser Mutationen liegt in den Genen, die für tRNA-Moleküle kodieren. 
 
 
1.4.1 Häufige mitochondriale Erkrankungen 
In 90 % aller Fälle von Mutationen in mtDNA für Komplex I Gene kommt es zur LHON (Leber's 
Hereditary Optic Neuropathy) die durch eine Störung der Sehnerven zu hochgradiger 
Sehminderung führt. Selten finden sich bei LHON-Patienten weitere neurologische 
Auffälligkeiten, insbesondere Bewegungsstörungen wie Ataxie und Dystonie. Bei 9 % der Fälle 
treten kardiale Arrhythmien auf [Schmiedel et al., 2003]. Neben Erkrankungsfällen mit 
maternalem Erbmodus findet sich häufig auch sporadisches Auftreten. Drei mtDNA-
Punktmutationen, die alle in Komplex-I-Strukturgenen liegen, verursachen 96 % aller LHON-
Erkrankungen, die häufigste befindet sich an Position 11778 (ND4, Komplex I) der mtDNA 
[Wallace et al., 1988a], seltener sind die Mutationen T14484C und G3460A.  
Es sind eine ganze Menge weiterer Punktmutationen (so genannte Sekundärmutationen) in 
Familien mit Leberscher Optikusatrophie beobachtet worden, die jedoch in einem kleinen 
Prozentsatz auch in der Normalbevölkerung vorkommen, sodass ihr Auftreten nicht eindeutig mit 
dieser Erkrankung korreliert. Allerdings kommen diese Sekundärmutationen in Familien mit 
Leberscher Optikusatrophie deutlich häufiger vor als in der Normalbevölkerung.  




Die häufigsten mitochondrialen Myopathien sind das MELAS (Mitochondrial 
Encephalomyopathy, Lactic Acidosis and Stroke-like episodes)-Syndrom [Goto et al., 1990], 
sowie das MERRF (Myoclonic Eepilepsy with Ragged-Red Fiber)-Syndrom.  
Das MELAS-Syndrom ist eine mitochondrial vererbte Erkrankung mit einem breitem klinischen 
Spektrum, von Migräne-ähnlichen Kopfschmerzanfällen, über schwere Myopathien bis hin zum 
mütterlich vererbten insulinabhängigen und nichtinsulinabhängigen Diabetes mellitus. Bei etwa 
80 % der MELAS-Patienten wird die Krankheit durch eine Punktmutation an Position 3243 im 
tRNALeu(UUR) Gen des mitochondrialen Genoms verursacht [Goto et al., 1990]. Im tRNALeu(UUR)-
Gen liegen weitere seltene MELAS-Mutationen, insbesondere die Mutation T3271C, die sich bei 
7–15% der MELAS-Fälle fand [Tarnopolsky et al., 1998]. Darüber hinaus sind aber auch seltene 
Mutationen in anderen tRNA-Genen und Strukturgenen beschrieben, wie z. B Punktmutation 
G12315A in tRNALeu(CUN) [Fu et al., 1996].  
Der charakteristische Befund bei MERRF ist eine Myoklonusepilepsie, überwiegend mit 
Nachweis von RRF (ragged-red fibres) in der Muskelbiopsie. Als RRF werden die mit Gomori-
Trichrom-Färbung im Lichtmikroskop erkennbaren verdickten unscharfen Ränder der 
Muskelfasern bezeichnet. Weitere typische Befunde sind zerebelläre Ataxie, sensorineurale 
Schwerhörigkeit, Polyneuropathie, Kleinwuchs, Optikusatrophie und Demenzentwicklung. Bei 
ca. 80 % der Patienten liegt eine heteroplasmische A8344G tRNALys-Punktmutation der mtDNA 
vor [Wallace et al., 1988b]. Neben weiteren MERRF-assoziierten Punktmutationen im tRNALys-
Gen (T8356C, G8363A, G8361A) wurden selten Punktmutationen im tRNASer(UCN)-Gen 
beschrieben, die zu einem MERRF/MELAS-Overlap-Syndrom führen können, dem aber auch die 
Punktmutation A3243G zugrunde liegen kann.  
 
Beim KSS (Kearns-Sayre Syndrome) handelt es sich um eine mitochondriale Myopathie der 
äußeren Augenmuskulatur. Durch gestörten Stoffwechsel in Mitochondrien kommt es zu einem 
Energiemangel in der betroffenen Muskulatur. Im Gegensatz zu anderen Myopathien sind beim 
KSS auch oft andere Gewebe mit betroffen, z. B. Herz, Leber oder ZNS. Typische 
Begleitsymptome sind sensorineurale Schwerhörigkeit, Kleinwuchs, neuropsychologische 
Auffälligkeiten bis zur dementiellen Entwicklung, endokrinologische Störungen (Diabetes 
mellitus, verzögerte Pubertät). Das KSS tritt fast ausschließlich sporadisch auf und ist genetisch 
in ca. 80 % der Fälle auf singuläre mtDNA-Deletionen, relativ häufig auf eine 4977 bp große 





Die Tabelle 1.3 stellt eine Zusammenfassung der häufigsten mitochondrialen Erkrankungen dar. 
 
 















tRNALys [Shoffner et al., 1990] 
              [Zeviani et al., 1993] 
LHON  G11778A 
T14484C und G3460A 
KomplexI, ND4[Wallace et al., 1988a] 





Tabelle 1.3: Häufige mitochondriale Erkrankungen. LHON, Leber's Hereditary Optic Neuropathy; KSS, Kearns-
Sayre Syndrome; MERRF, Myoclonic epilepsy and ragged red fibers; MELAS, Mitochondrial encephalopathy, 
lactic acidosis and stroke-like episodes; CPEO, Chronisch-progressive externe Ophthalmoplegie; MLASA, 
Mitochondrial myopathie and sideroblastic anemia; Pus1, Pseudouridin-Synthase 1 . 
 
 
1.4.2 Mitochondriale Erkrankungen bedingt durch nukleäre Mutationen 
Die zahlreiche Struktur-Proteine und Funktionsregulatoren der Atmungskette, mitochondriale 
Transkription, Replikation und Translation notwendige Faktoren sind nukleär kodiert und werden 
aus dem Zytoplasma in die Mitochondrien importiert. Die Anzahl der bekannten, für 
mitochondriale Erkrankungen verantwortlichen nukleären Mutationen sind in der Tabelle 1.4 
aufgelistet. 
MLASA (Mitochondrial myopathie and sideroblastic anemia) ist eine seltene autosomal-
rezessive Erbkrankheit [Fernandez-Vizarra et al., 2006]. Eine C?T Transition bei mRNA in der 
Position 656 in Exon 3 von dem Pus1 Gen führt zu einem R116W Aminosäureaustausch [Patton 
et al., 2005]. Typische Befunde sind Müdigkeit und Übelkeit mit Erbrechen. 









Gen Mutation Krankheit 
Komplex I   
ND1 G3460A LHON [Brandon et al., 2005] 
ND1 3902 zu 3908 Inversion Exercise intolerance [Brandon et al., 2005] 
ND2 G5244A LHON [Brandon et al., 2005] 
ND4 G11,778A LHON [Brandon et al., 2005] 
ND4 G11,832A Isolated myopathy [Brandon et al., 2005] 
ND5 G13,513A MELAS 
MELAS/LHON [Brandon et al., 2005] 
ND5 G13,730A LHON [Brandon et al., 2005] 
ND5 A13,514G MELAS [Brandon et al., 2005] 
ND6 G14,459A LHON/dystonia [Brandon et al., 2005] 
ND6 T14,484C LHON [Brandon et al., 2005] 
Komplex III   
Cyt b 4 bp Deletion (14,784 + 4) MELAS + Parkinson [Brandon et al., 2005] 
Cyt b G14,846A Exercise intolerance [Andreu et al., 1999] 
Cyt b G15,084A Exercise intolerance [Andreu et al., 1999] 
Cyt b G15,168A Exercise intolerance [Andreu et al., 1999] 
Cyt b G15,242A Encephalomyopathy [Brandon et al., 2005] 
Cyt b G15,243A Cardiomyopathy [Valnot et al., 1999] 
Cyt b G15,059A Myoglobinuria, Myopathy [Brandon et al., 2005] 
Cyt b G15,498A Hystocytoid; Cardiomyopathy,hepatic; 
Steatosis, tubular; Necrosis [Brandon et al., 2005] 
Cyt b 24 bp Deletion (15,498 + 24) Exercise intolerance [Andreu et al., 1999] 
Cyt b G15,615A Exercise intolerance [Brandon et al., 2005] 
Cyt b G15,723A Exercise intolerance [Andreu et al., 1999] 
Cyt b G15,762A [Brandon et al., 2005] 
Komplex IV   
COXI 5 bp Deletion Motor neuron-like [Comi et al., 1998]degeneration
COXI G5920A Myoglobinuria [Brandon et al., 2005] 
COXI T6721C Sideroblastic anemia [Gattermann et al., 1997] 
COXI T6742C Sideroblastic anemia [Gattermann et al., 1997] 
COXI G6930A Multisystem disorder [Brandon et al., 2005] 
COXII T7587C Encephalomyopathy [Brandon et al., 2005] 
COXII T7671A Myopathy [Brandon et al., 2005] 
COXIII T9557C MELAS [Brandon et al., 2005] 
COXIII 15 bp Deletion (9514 + 15) Myoglobinuria [Keightley et al., 1996] 
COXIII 9537C ins Leigh-like [Brandon et al., 2005] 
COXIII G9952A Encephalopathy, myopathy [Brandon et al., 2005] 
Komplex V   
ATP6 T8993G NARP/Leigh syndrom [Holt et al., 1990] 
ATP6 T9176C NARP/Leigh syndrom [Brandon et al., 2005] 







1.4.3 Weitere neurodegenerative Erkrankungen 
Mutationen der mitochondrialen oder der nukleären DNA und auch Kombinationen beider 
wurden als Ursache vieler chronischer Erkrankungen wie Morbus Parkinson und Morbus 
Alzheimer erkannt [Schapira, 1999]. Auch die mitochondriale tRNAGln T4336C Mutation 
assoziiert mit Alzheimers und Parkinsons Erkrankung [Edland et al., 2002]. Bei der Alzheimer-
Krankheit kommt es zu einer Schädigung von Nervenzellen im Gehirn, gefolgt von deren 
Absterben. Die Ursachen der Schädigung sind außerordentlich vielfältig und auch noch nicht 
vollständig aufgeklärt. Vermehrt gebildete Sauerstoffradikale, die Anhäufung von Amyloid-beta 
(Aß, Hauptbestandteil der in Alzheimer-Gehirnen gefundenen Ablagerungen), Induktion vom 
programmiertem Zelltod (Apoptose) und ein gestörter Energiehaushalt können Ursachen des 
Untergangs von Nervenzellen sein.  
 
Auch bei einigen Formen der familiären Migräne, speziellen Kardiomyopathie-Formen sowie 
besonderen Formen des Typ I-Diabetes mellitus wird eine Beteiligung der Mitochondrien 
vermutet. Seit 1992 weiß man, dass Mutationen im mitochondrialen Genom Ursache für  
Diabetes sein können. Man kennt inzwischen rund 40 verschiedene, diabetogene Mutationen des 




1.4.4 Mitochondrial bedingte Schwerhörigkeiten 
Schwerhörigkeit ist die häufigste sensorische Erkrankung des Menschen mit Inzidenz 1:1000 
Geburten. Die hereditären Vererbungsformen werden in autosomal-dominant (DFNA), 
autosomal-rezessiv (DFNB), X-chromosomal (DFN) und mitochondrial unterteilt [Morton, 
2002]. Die Häufigkeit von mitochondrialen Schwerhörigkeiten wird derzeit auf ca. 33% von allen 
Hördefekten geschätzt. Mutationen in zwei mitochondrialen Genen 12S rRNA und tRNASer(UCN) 
wurden als häufigste Ursache für mitochondrial bedingte Schwerhörigkeit gefunden [Li et al., 
2004]. 
Genetisch bedingte Schwerhörigkeit wird als syndromal bezeichnet, wenn außer dem Hörverlust 
noch Fehlbildungen anderer Organsysteme zu finden sind. Den größeren Anteil der genetisch 




bedingten Schwerhörigkeit (ca. 70%) nehmen die nicht-syndromalen Formen ein, die, bei denen 
keine weiteren Symptome oder Anomalien außer Hörstörung vorliegen. 
Die häufig vorkommenden mitochondrialen Mutationen, die mit syndromaler Schwerhörigkeit 




Gen Mutation Phenotyp 
tRNALeu(UUR) A3243G MELAS [Goto et al., 1990] und  




MERRF [Shoffner et al., 1990] 
MERRF [Zeviani et al., 1993] 
MIDD [Kameoka et al., 1998] 
tRNASer(UCN) T7512C 
G7497A 
Progressive Myoklonus-epilepsie, ataxia und 
Gehörlosigkeit [Jaksch et al., 1998] [Jacobs et 
al., 2005] 
tRNAGlu T14709C MIDD [Hao et al., 1995] 
Tabelle 1.5: Mitochondriale Mutationen, die mit syndromaler Schwerhörigkeit assoziieren. KSS, Kearns-
Sayre Syndrome; MERRF, Myoclonic epilepsy and ragged red fibers; MELAS, Mitochondrial 





















2 Material und Methoden 
2.1 Chemikalien und Enzyme 
 
Agarose Invitrogen, Karlsruhe 
Acrylamid/ Bis-Lösung, 29:1 Serva, Heidelberg 
Ammoniak (NH3), 25 % Riedel-deHaën, Seelze 
Ammoniumacetate (NH4OAc) AppliChem, Darmstadt 
Ammoniumsulfat ((NH4)2SO4) Merck, Darmstadt 
Ampicillin Roth, Karlsruhe 
Anilin, reinst Fluka, Buchs 
Ammonium Persulfat (APS) Fluka, Buchs 
BAP (bacterial alkaline phosphatase) Fermentas, St. Leon-Rot 
Bleiacetat Pb(OAc)2 Sigma, München 
Bromphenolblau (BPB) Merck, Darmstadt 
BstN I BioLabs, New England 
Calciumchlorid (CaCl2) Merk, Darmstadt 
Chloroform, reinst Merk, Darmstadt 
Dextransulfat Serva, Heidelberg 
Diethylpyrocarbonat (DEPC) Sigma, München 
Digitonin Sigma, München 
Dinatriumhydrogenphosphat  AppliChem, Darmstadt 
Dithiothreitol (DTT)  Sigma, München 
Dodecylsulfat Na-Salz Serva, Heidelberg 
Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) Gibco, Detriot 
Ethanol absolut (EtOH) Merck, Darmstadt 
Ethanolamine 98 % Sigma, München 
Ethidiumbromid  Fluka, Buchs 
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA)  Sigma, München  
Fetales Kälberserum (FCS) Invitrogen, Karlsruhe 
Formamid AppliChem, Darmstadt 
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Glycerol Merck, Darmstadt 
Glycin Merck, Darmstadt 
Harnstoff Across, Kassel 
HeLa Cell extract S100  Stock Biologicals, Belgium 
Imidazol Fluka, Buchs 
Isobuttersäure Fluka, Buchs 
Kaliumchlorid (KCl) AppliChem, Darmstadt 
LB-Agar Sigma, München 
LB-Broth Sigma, München 
Litiumperchlorid (LiClO4) Sigma, München 
Magnesiumchlorid (MgCl2)  Merk, Darmstadt 
β-Mercaptoethanol  98 % Sigma, München 
MOPS Roth, Karlsruhe 
MOPS-Natriumsalz Roth, Karlsruhe 
Natriumacetat Grüssing, Filsum 
Natriumcacodylat Fluka, Buchs   
Natriumchlorid (NaCl) Merck, Darmstadt 
Natriumhydroxid (NaOH) Merck, Darmstadt 
Natriumcitrat Fluka, Buchs   
Natriumdihydrogenphosphat-Monohydrat AppliChem, Darmstadt 
Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) Fluka, Buchs 
N-Dodecyl-β-D-Maltoside (DM) Sigma, München 
NTPs Sigma, München 
Nuclease S1 Roche, Basel 
Nuclease P1 Roche, Basel 
Phenol, reinst Fluka, Buchs 
1-Propanol AppliChem, Darmstadt 
n-Propanol AppliChem, Darmstadt 
[γ-32P]-ATP GE Healthcare, München 
[α-32P]-dCTP GE Healthcare, München 
[α-32P]-NTPs GE Healthcare, München 
Pyruvat Gibco, Detroit 




Ribonuklease T1 (RNase T1)  Gibco, Detroit 
Ribonuklease  T2 (RNase T2) Invitrogen, Karlsruhe  
Ribonuklease  V1 (RNase V1) Pierce PerBio, 
Roti-Phenol Roth, Karlsruhe  
Saccharose  Sigma, München 
Salzsäure (HCl) Fluka, Buchs 
Sodiumdodecylsulfat (SDS) Sigma, München 
Sequenase Version 2.0 DNA Polymerase USB, Cleveland  
Spermidin Fluka, Buchs 
Sodium chloride-Sodium citrate (SSC) Promega, Mannheim  
Taq-Polymerase Rapidozym, Berlin 
T7 RNA Polymerase Fermentas, St. Leon-Rot  
T4-Polynukleotidkinase (PNK)  Fermentas, St. Leon-Rot 
N,N,N,N- tetramethylethylethylendiamin (TEMED) Fluka, Buchs 
totale E.coli tRNA Roche, Basel  
Tris  Sigma Aldrich, München 
Triton X-100 Sigma, München 
Trizol Invitrogen, Karlsruhe 




Alle nicht aufgeführten Chemikalien wurden von den Firmen AppliChem (Darmstadt), Fluka 
(Buchs, Schweiz), Fermentas (St. Leon-Rot), Gibco (Detroit, USA), Merck (Darmstadt), Pierce 
(Rockford, USA), Roche (Basel), Roth (Karlsruhe), Serva (Heidelberg), und Sigma (München) 







                                                                                                                             Material und Methoden 
 
34 
2.2 Puffer und Medien 
Alle Puffer wurden mit Millipore-Wasser angesetzt, pH-Wert mit dem pH-Meter eingestellt, 
steril filtriert und bei 4 °C bzw. -20 °C gelagert. 
 
A (3´splint labeling) Puffer: 12,5 mM Tris-HCL   pH 7,9 
 25 mM NaCl 
 0,25 mM EDTA 
 
B (3´splint labeling) Puffer: 25 mM Tris-HCl   pH7,9 
 10 mM MgCl2 
 1 mM DTT 
 5 % Glycerol 
 
B&W Puffer: 10 mM Tris-HCl  pH 7,5 
 1 mM EDTA 
 2 M NaCl 
 
DC-Laufpuffer A: 330 ml Isobuttersäure 
 5 ml Ammoniak 25 % 
                                                           ad 500 ml H2O 
 
DC-Laufpuffer B: 1000 ml Phosphat-Puffer  pH 6,8  (0,1 M) 
 600 g Ammoniumsulfat 
Vor dem Gebrauch wurde 1,5 ml 1-Propanol  
pro 100 ml Puffer zugefügt. 
 
DC-Laufpuffer C: 75 ml HCl konzentriert 
 350 ml Isopropanol 
                                                          ad 500 ml H2O 
 
DEN Puffer: 50 mM Tris-HCl  pH 8,0 
 0,2 % SDS 
 2 % Formamide 
 
DEPC-Stop: 0,6 M NaOAc  pH 5,5 
 1 mM EDTA 
 0,05 µg/µl carrier (E.coli tRNA) 
 
E1 Puffer: 40 mM Tris-HCL  pH 7,5  
 40 mM NaCl 
 10 mM MgCl2 




G-Leiter: 12,5 mM Natriumcitrat  pH 4,5 
0,5 mM EDTA 
3,5 M Harnstoff 
 
Hybridisierungspuffer: 10 % Dextransulfat 
 1 M NaCl 
 1 % SDS 
 
KL-Puffer: 50 mM Tris-HCl  pH 7,4 
 10 mM MgCl2 
 
L-Leiter: 50 mM NaHCO3  pH 9,0 
 
Ladepuffer denaturiert: 90 % Formamid 
 9,8 % 10xTBE 
 0,1 % Xylencyanol 
 0,1 % Bromphenolblau 
 
Ladepuffer native: 90 % TBE 
 9,8 % Glycerin (v/v) 
 0,1 % Xylencyanol 
 0,1 % Bromphenolblau 
 
LB-Medium: 20 g LB-Broth: Hefeextrakt   5 g 
         NaCl    5 g 
         Trypton  10 g 
 ad 1 l Wasser; autoklavieren 
 Für LBAmp wurden nach dem Autoklavieren 100 µg/ml 
Ampicillin zugegeben. 
 
LB-Platten:  17,5 g LB-Agar: Hefeextrakt   2,5 g 
           NaCl    2,5 g 
           Trypton       5 g 
           Agar    7,5 g 
ad 500 ml Wasser, autoklavieren  
Für LBAmp-Platten wurde nach dem Autoklavieren  
100 µg/ml Ampicillin zugegeben. 
 
M8 Puffer: 50 mM Ethanolamin  pH 8,0 
 4 mM DTT 
 0,1 mM EDTA 
 2 mM Spermidin 
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MLB Puffer: 50 mM Tris-HCl  pH 8,0 
 10 mM MgCl2 
 4 M Guanidinium Thiocyanat 
 2 % Triton X-100 
 21 mM β-Mercaptoethanol 
 
N1 Puffer: 50 mM Natriumcacodylat  pH 7,5 
 10 mM MgCl2 
 40 mM NaCl 
 
PufferA nativ: 100 mM NaOH 
 50 mM NaCl 
 
PufferB nativ: 100 mM NaCl 
 
NKB Puffer: 10 mM Tris-HCl  pH 7,4 
 7,5 mM MgCl2 
 130 mM NaCl 
 5 mM KCl 
 
Northern Waschpuffer “low”: 2 x SSC  pH 7,0 
 0,1 % SDS 
 
Northern Waschpuffer “high”: 0,1 % SSC  pH 7,0 
 0,1 % SDS 
 
Pb-Stop: 1 x TBE 
 8 M Harnstoff 
 10 mM EDTA 
 0,1 % Xylencyanol 
 0,1 % Bromphenolblau 
 
Pus HisTag Puffer A: 200 mM NaCl 
 1 mM DTT 
 0,5 mg/ml DM 
 46,6 mM K2HPO4 









Pus HisTag Puffer B:  200 mM NaCl 
 1 mM DTT 
 0,5 mg/ml DM 
 46,6 mM K2HPO4 
 3,4 mM KH2PO4 
300 mM Imidazole 
 
Pus MOD Puffer: 100 mM Tris-HCl  pH 8,0 
 10 mM MgCl2 
 0,1 mM EDTA 
 100 mM NH4OAc 
 0,5 mM DTT 
 
Pus-Dialysepuffer: 20 mM Tris-HCl  pH 8,5 
 1 mM DTT 
 1 mM MgCl2 
 20 % Glycerol 
 
QEB Puffer: 50 mM MOPS  pH 7,5 
 15 % EtOH 
 300 mM NaCl 
 0,1 % Triton X-100 
 
QEL Puffer: 50 mM MOPS  pH 7,5 
 15 % EtOH 
 750 mM NaCl 
 
QLW Puffer: 50 mM MOPS  pH 7,5 
 15 % EtOH 
 300 mM NaCl 
 
RNase-Stop: 0,6 M NaOAc  pH 5,5 
 0,1 M EDTA 
 0,1 µg/µl carrier (E.coli tRNA) 
 
RSB Puffer: 10 mM Tris-HCl  pH 6,7 
 0,15 mM MgCl2 
 10 mM KCl 
 
S1 Puffer: 50 mM Na•Cacodylate  pH 7,5 
 1 mM EDTA 
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Saccharose-O: 1 M Saccharose 
 10 mM Tris-HCl  pH 7,5 
 5 mM EDTA 
 
Saccharose-U:  1,5 M Saccharose 
 10 mM Tris-HCl  pH 7,5 
 5 mM EDTA 
 
Saccharose-TE: 20 % Saccharose 
 50 mM Tris-HCl  pH 7,5 
 10 mM EDTA 
 
SDS Trenngel 10 %: 1,7 ml Acrylamid (30 %, 29:1) 
 1,3 ml Tris-HCl (1,5 M)  pH8,8 
 0,05 ml 10 % SDS (w/v) 
 0,07 ml APS (10 %) 
 0,002 ml TEMED 
 1,9 ml H2O 
 
SDS Sammelgel 5 %: 0,33 ml Acrylamid (30 %, 29:1) 
 0,25 ml 10 % SDS (w/v) 
 0,01 ml APS (10 %) 
 0,002 ml TEMED 
 1,4 ml H2O 
 
SDS Laufpuffer: 25 mM Tris 
 250 mM Glycine 
 0,1 % SDS 
 
SDS Ladepuffer: 0,63 ml Tris-HCl (1M) pH 6,8 
 2,5 ml Glycerol 
 2 ml SDS (10 %) 
 0,2 ml Bromphenolblau 
 4,17 ml H2O 
 5 % β-Mercaptoethanol wurde vor dem  
Gebrauch hinzugefügt. 
 
« Strasbourg » Puffer: 40 mM Tris-HCl  pH 8,1 
 1 mM Spermidin 
 5 mM DTT 









Alle Sequenzen sind in der Richtung 5’? 3’ angegeben und wurden bei IBA (Göttingen) und 
Thermo (Ulm) in einer Konzentration von 100 pmol/μl käuflich erworben.  
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Hefe cyt tRNAPhe:  
Linearisiertes pTFMA Plasmid 
 
Hum mt tRNALys-Wildtyp:  
Linearisiertes pTFMA Plasmid 
 















Rückwärtsprimer Hum mt tRNASer(UCN) (MH41, OR218192-1): 
TGGCAAAAAAGGAAGG 
 








Rückwärtsprimer Hum mt tRNALeu(CUN)- T12320C (MH103, 74181N): 
TGGTACTTTTATTTGGAGTC 
 
Rückwärtsprimer Hum mt tRNALys (MH57): 
TGGTCACTGTAAAGAGGTGT 
 
Rückwärtsprimer Hum mt tRNAGln (MH62): 
TGGCTAGGACTATGAGAATC 
 
Rückwärtsprimer Hum mt tRNAGln-T4336C (MH105, 75600N): 
TGGCTAGGACCATGAGAATC 
 
Vorwärtsprimer (T7 Universal) (MH53, 83734N): 
CGCGCGAAGCTTAATACGACTCACTATA 
 





2.4 Standards und Kits 
 100 bp-Leiter Fermentas, St. Leon-Rot 
Proteine-Leiter Pierce, Bonn  
 BSA-Größen-Leiter Bio-Rad, München 
DyeEx 2.0 Spin Kit 250 Qiagen, Hilden 
 JETsorb Gel Extraktion Kit Qiagen, Hilden 
Rosetta 2DE3 pLys Singles Novagen, Darmstadt 
Plasmid Maxi Kit 25 Qiagen, Hilden 
Mini-Prep Kit 250 Qiagen, Hilden 
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2.5 Molekularbiologische Methoden 
2.5.1 Amplifizierung der DNA-Fragmente mit Hilfe der PCR (Polymerase 
Chain Reaction) 
Die PCR ist eine in vitro-Methode zur Amplifizierung von DNA-Sequenzen.  
Die Reaktionsmischung wurde auf 94 °C erhitzt, um die DNA-Stränge zu denaturieren. Durch 
Abkühlen bis auf 57 °C wurden die Primer an die einzelnen DNA-Stränge hybridisiert. Die 
Temperatur wurde auf 72 °C erhöht, was eine ideale Arbeitstemperatur für das Enzym Taq 
Polymerase ist, um die komplementären Stränge zu synthetisieren. Diese drei Schritte wurden 
fünfundzwanzigmal wiederholt [Saiki et al., 1985]. 
Die Amplifikate (Tabelle 2.1) wurden in einem 2 %igen Agarosegel aufgetrennt (2.6.2), mit 
Ethidiumbromid gefärbt (2.7.1) und anschließend unter UV-Licht (2.7.2) sichtbar gemacht. Die 
Größe der Amplifikate wurde mit Hilfe eines 100 Basenpaare DNA-Längenstandards 
abgeschätzt. 
 
 Volumen Endkonzentration 
10 x PCR-Puffer 10 μl 67 mM Tris pH 8,8 
16 mM (NH4)2SO4 
0,01 % Tween 20 
MgCl2 (50 mM) 6 µl 3 mM 
dNTPs (je 10 mM)                        40 µl (je 10 μl)  je 1 mM 
Vorwärtsprimer (100pmol/μl) 1 μl 1 µM 
Rückwärtsprimer (100pmol/μl) 1 μl 1 µM 
DNA-template (100 pmol/µl) 3-4 μl 3-4 µM 
Taq-Polymerase (5 U/μl) 2 μl 0,1 U/µl 
H2O     ad 100 μl  
Tabelle 2.1: Ein PCR-Standardansatz von 100 μl. 
   
2.5.2 in vitro T7-Transkription 
Mittels einer T7-Transkription kann von einer ds DNA-Sequenz die komplementäre RNA-
Sequenz erzeugt werden.  
Als Enzym wurde die aus dem Bakteriophagen T7 isolierte DNA-abhängige RNA-Polymerase 
(T7 RNA Polymerase) verwendet [Milligan et al., 1987]. Als Templat für die Polymerase dienten 
ein linearisiertes Plasmid oder ein PCR-Produkt.  





Hammerhead-Ribozyme sind in der Lage, an eine Substrat-RNA zu hybridisieren und diese am 
5'-Ende zu spalten. Sind Substrat- und Ribozym-RNA Bestandteil des selben RNA-Moleküls, 
handelt es sich um eine Spaltung in cis. Im Gegensatz dazu bezeichnet man die ribozymatische 
Spaltung von Substrat-RNA, die ein vom Ribozym unabhängiges Molekül darstellt, als Spaltung 
in trans. 
Um die Ziel-RNA abzuspalten ist eine Sequenz von 7-9 Nukleotiden (blau) am 3´-Ende des 
Ribozyms (Abbildung 2.1) erforderlich, die mittels komplementärer Basenpaarungen mit dem 5´-
Ende der Ziel-RNA bindet. Das 5´-Ende des Ribozyms faltet sich in die typische „Hammerhead“-
Struktur (grün), so dass die autokatalytische Spaltung am 5´-Ende der tRNA stattfindet. Die 
Reaktion erfordert kein ATP. 30 mM MgCl2 ist die optimale Konzentration für die 
Spaltungsreaktion. Es entstehen tRNAs mit 5´-OH Enden statt 5´-Phosphat wie in nativen tRNA-
















Abbildung 2.1: Organisation der Hammerhead Ribozym-Transkripte an Hand der tRNASer(UCN) (grün, Ribozym; 
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2.5.2.1 Nicht radioaktive T7-Transkription  
Präparative T7-Transkriptionen wurden im 1 ml-Maßstab durchgeführt und anschließend auf 
einem 10 %igen denaturierenden Polyacrylamidgel (2.6.2) gereinigt. Die Transkriptions- 
Ansätze (Tabelle 2.2) wurden für 4 h bei 37 °C inkubiert. Die gewünschte Bande wurde mittels 
UV-Shadowing (2.7.3) identifiziert, ausgeschnitten und bei 20°C über Nacht aus dem Gel eluiert 
(2.8). Nach einer weiteren Ethanolfällung wurde die Konzentration photometrisch bestimmt 
(2.10.1).  
 
 Volumen Endkonzentration 
DNA (PCR, 2.5.1) 150 μl  
MgCl2 (300 mM) 100 µl 30 mM 
NTPs (je 25 mM) 160 μl (je 40 µl)  je 4 mM 
5 x « Strasbourg »-Puffer 200 µl 1 x « Strasbourg »-Puffer (2.2) 
BSA (1 mg/ml) 2 μl 2 x 10-3 µg/µl 
T7 RNA-Polymerase (200 U/μl) 20 μl 4 U/µl 
H2O ad 1000 μl  
Tabelle 2.2: Transkription-Standardansatz von 1 ml. 
 
 
2.5.2.2 Radioaktive T7-Transkription 
Der Transkriptionsansatz (Tabelle 2.3) wurde bei 37 °C für 3-4 h inkubiert. Ein Aliquot von 1 µl 
wurde zur radioaktiven Bestimmung der Menge an RNA am Szintillationszähler vermessen. 
Nach der Transkription wurde der gesamte Reaktionsansatz in einem Polyacrylamidgel 
aufgetrennt (2.6.2). Die gewünschte Bande wurde mittels Autoradiographie (2.7.2) sichtbar 
gemacht, aus dem Gel ausgeschnitten und in 400 µl 0,5 M Ammoniumacetat-Lösung eluiert 
(2.8). Nach der Ethanol Fällung wurde das radioaktive Signal der gereinigten RNA in einem 
Cerenkov- Zähler (LS 6500, Beckman Coulter, Krefeld) gemessen und aus den Messwerten die 












DNA (PCR, 2.5.1) 4 μl  
MgCl2 (300 mM) 4 µl 30 mM 
NTPs (je 10 mM)                              4 μl (je 1 µl)  je 1 mM 
[α-32P]-NTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml) je 2,5 µl  je 1,9 µM 
5 x « Strasbourg »-Puffer 8 µl 1 x (2.2) 
BSA (0,04 mg/ml) 4 μl 4 µg/ml 
T7 RNA-Polymerase (200 U/μl) 2 μl 10 U/µl 
H2O     ad 40 μl  
 
B Volumen Endkonzentration
DNA (PCR, 2.5.1) 4 μl  
MgCl2 (300 mM) 4 µl 30 mM 
ATP (20 mM)    
GTP (20 mM)                              
CTP (5 mM)                              
UTP (20 mM)                                              




[α-32P]-CTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml) 3 µl 2,25 µM 
5 x « Strasbourg »-Puffer 8 µl 1 x (2.2) 
BSA (0,04 mg/ml) 4 μl 4 µg/ml 
T7 RNA-Polymerase (200 U/μl) 2 μl 10 U/µl 
H2O     ad 40 μl  
 
C Volumen Endkonzentration
DNA (PCR, 2.5.1) 4 μl  
MgCl2 (300 mM) 4 µl 30 mM 
ATP (20 mM)    
GTP (20 mM)                              
CTP (20 mM)                              
UTP (5 mM)                                                




[α-32P]-UTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml) 3 µl  2,25 µM 
5 x « Strasbourg »-Puffer 8 µl 1 x (2.2) 
BSA (0,04 mg/ml) 4 μl 4 µg/ml 
T7 RNA-Polymerase (200 U/μl) 2 μl 10 U/µl 
H2O     ad 40 μl  
Tabelle 2.3: Transkription-Standardansatz von 40 µl. (A) Transkriptionsansatz mit [α-32P]-NTP (3000 Ci/mmol, 10 
mCi/ml); (B) mit [α-32P]-CTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml); (C) mit [α-32P]-UTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml). 
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2.5.3 5´-Phosphorylierung der RNA 
 Die Polynukleotidkinase des E.coli Phagen T4 katalysiert den Transfer des γ-Phosphats eines 
ATP-Moleküls auf ein freies 5´-Ende der RNA. Pro Ansatz (Tabelle 2.4) wurden etwa 10 pmol 
RNA eingesetzt und die Reaktion 1 h bei 37 °C inkubiert. Nach der 5´-Phosphorylierung wurden 
die Ansätze über ein denaturierendes Polyacrylamidgel gereinigt (2.6.2). Die gewünschte Bande 
wurde mittels Autoradiographie detektiert (2.7.2), ausgeschnitten, eluiert (2.8) und durch 
Ethanolfällung konzentriert. Anschließend wurde die Radioaktivitätsmenge am Cerenkov-Zähler 
(LS 6500, Beckman Coulter, Krefeld) vermessen.  
 
 Volumen Endkonzentration 
RNA 14 μl 10-50 pmol 
Kinase-Puffer A 2 µl 500mMTris-HCl pH 7,6 
100mM MgCl2  
50mM DTT 
1mM Spermidin  
1mM EDTA   
[γ-32P]-NTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml) 2 µl 60 pmol 
T4 Polynukleotidkinase (10 U/μl) 2 μl 1 U/µl 
   20 μl  
Tabelle 2.4: 5´-Phosphorylierung-Standardansatz von 20 µl. 
 
 
2.5.4 Dephosphorylierung von DNA/RNA 
Um eine unerwünschte Selbstligation von DNA-Fragmenten zu verhindern, wurde eine 
Dephosphorylierung von Plasmiden durchgeführt. 
Damit die nativ aus den Zellen erworbene tRNAs an ihrem 5´-Ende durch den Transfer einer 
radioaktiv markierten Phosphatgruppe markiert werden konnten (2.5.3), musste ebenfalls 
zunächst die 5´- Phosphatgruppe mit Hilfe der alkalische Phosphatase (bacterial alkaline 
phosphatase; BAP) entfernt werden.  
Für die Reaktion wurde die DNA/RNA mit DEN Puffer (2.2) im Verhältnis 1:4 auf 80 °C für 5 
min erhitzt, etwa 75 U des Enzyms zugefügt und folgendes Programm im Thermocycler (PTC-
200, MJResearch, Miami) durchgeführt: 15 min bei 37 °C; 15 min 50 °C; 15 min 65 °C. 




Die auf diese Weise behandelte DNA/RNA wurde einer zweimaligen Phenol-Extraktion, einer 
zweimaligen Diethylether Extraktion (2.9) und anschließender Ethanolpräzipitation unterzogen. 
Die DNA/RNA wurde nach der Fällung in H2O bidest. aufgenommen.  
 
 
2.5.5 3´-Markierung von RNA  
Die radioaktive 3´-Markierung erfolgt nach Huang und Szostak 1996 (Abbildung 2.2) [Huang 
and Szostak, 1996]. Mit dieser Methode kann man die Ziel-RNA in einem RNA-Mix am 3´-Ende 
markieren, die RNA dient dabei als Primer in einer DNA Polymerisierungsreaktion. 
 Die  tRNASer(UCN)-Transkripte wurden an ihr 3´-Ende mit einem 18 nt langen Desoxynukleotid 
mit 2 überhängenden Gs hybridisiert. Dafür wurde der Reaktionsansatz 1 (Tabelle 2.5 A) für 2 
min bei 90 °C inkubiert und auf Eis gekühlt. Um die zwei [α-32P]-dCTPs an 3´-Ende der tRNA 
einzubauen, wurde Reaktionsansatz 2 (Tabelle 2.5 B) zugegeben und 30 min bei 37 °C weiter 
inkubiert. Danach wurde der Reaktionsansatz über ein 10 %iges denaturierendes 
Polyacrylamidgel aufgereinigt, eluiert und mit Ethanol gefällt. 
A 
 Volumen Endkonzentration 
RNA 2 μl 10-50 pmol 
Oligonukleotid (100 pmol/µl) 2 µl 200 pmol 
Puffer A (2.2) 1 μl  
   5 μl  
 
B 
 Volumen Endkonzentration 
[α-32P]-dCTP (3000 Ci/mmol, 10 mCi/ml) 3 μl 90 pmol 
Puffer B (2.2) 1 µl  
Sequenase (13 U/µl) 0,5 μl 6,5 U 
 H2O  ad. 5 μl  















2.6 Gelelektrophoretische Methoden 
Die Trennung von Nukleinsäuren durch Gelelektrophorese beruht auf der unterschiedlichen 
Wanderungsgeschwindigkeit von Molekülen verschiedener Ladung und Masse im elektrischen 
Feld. Dabei hängt die Wanderungsgeschwindigkeit von der angelegten elektrischen Feldstärke 





Die Agarosegelelektrophorese ist eine Standardmethode zur Auftrennung, Identifizierung und 
Isolierung von DNA-Molekülen. DNA-Moleküle wurden in horizontalen 2 %igen Gelen 
aufgetrennt. Als Laufpuffer diente 0,5 x TBE Puffer. Die Elektrophorese erfolgte 30 min bei 




einer konstanten Spannung von 120 V. Die Dokumentation der Gele nach der Färbung mit 
Ethidiumbromid (2.7.1) erfolgte mit AlphaImager (Alpha Innotech Corporation, San Leandro) 
und entsprechender Software.  
 
 
% Agarose [w/v] Trennbereich [bp]
0,7 800 – 10000 
0,8 500 – 7000 
1,2 400 – 6000 
1,5 200 – 4000 
2 100 – 3000 
3 < 100 
Tabelle 2.6: Trennbereich der Agarosegele. 
 
 
2.6.2 Denaturierende Polyacrylamid Gelelektrophorese (PAGE) 
Diese Methode wurde zur Qualitätskontrolle und präparativen Reinigung von Nukleinsäuren 
benutzt. Unter denaturierenden Bedingungen werden Sekundär- und Tertiärstrukturen von 
Nukleinsäuren aufgelöst, damit diese die Auftrennung so wenig wie möglich beeinflussen und die 
Nukleinsäuren somit aufgrund ihrer Kettenlänge getrennt werden können. 
RNA-Fragmente wurden mit Hilfe von 10-15 %igen Polyacrylamidgelen aufgetrennt. Zur 
Herstellung der Polyacrylamidlösung wurden Sequenziergel Konzentrat, Sequenziergel 
Verdünner und Sequenziergel Puffer-Konzentrat (ROTH, Karlsruhe) im gewünschten Verhältnis 
miteinander vermischt und kurz vor dem Gießen TEMED (0,1 % (v/v)) und APS (1 % (w/v)) 
zugegeben. Die Elektrophorese wurde bei 20 mA in TBE Puffer durchgeführt. Das Laufverhalten 
der Nukleinsäure wurde anhand der zwei Farbstoffe BPB und XC verfolgt (Tabelle 2.7). 
Visualisierung der Gele erfolgte durch Verwendung von Phosphoimager „Imaging Screens“ (GE 
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% Acrylamid BPB/(nt) XC/ (nt)
20  ~ 19  ~ 4-5 
19 ~ 20  ~ 6-7 
18 ~ 25 ~ 7-8 
15  ~ 30 ~ 9-10 
12  ~ 40 ~ 14-16 
10 ~ 50 ~ 18-19 
8 ~ 60 ~ 22-23 
6 ~ 80 ~ 25-26 




2.6.3 Native Polyacrylamid Gelelektrophorese (native PAGE) 
Unter nicht-denaturierenden Bedingungen beeinflussen die tertiären Strukturen die 
Wanderungsgeschwindigkeit von Nukleinsäuren, somit können Polynukleotide mit 
verschiedenen Konformationen voneinander getrennt werden. Die nicht-denaturierende 
Gelelektrophorese wird in Abwesenheit von Harnstoff und unter gekühlten Bedingungen 
durchgeführt, um eine Denaturierung während der Elektrophorese zu verhindern. 
Die Proben wurden mit „Ladepuffer native“ (2.2) versetzt. Vor dem Auftragen auf das Gel 
wurden die Proben für 5 min bei 60 °C denaturiert und für 20 min bei Raumtemperatur 
renaturiert. Die Elektrophorese wurde bei 20 mA in TBE Puffer durchgeführt. Visualisierung der 
Gele erfolgte durch Verwendung der Phosphoimager „Imaging Screens“ (GE Healthcare, 




2.6.4 SDS Polyacrylamid Gelelektrophorese (SDS PAGE) 
Die SDS-Gelelektrophorese wurde nach Laemmli durchgeführt. Bei der SDS-PAGE handelt es 
sich um eine Methode, mit der Proteine entsprechend ihres Molekulargewichts aufgetrennt 
werden. Ein SDS-Polyacrylamidgel setzt sich aus einer Sammelgelschicht und einer 
Trenngelschicht zusammen (2.2). Die SDS-PAGE wurde in einer Elektrophoresekammer (Mini-




Protean 3, Bio-Rad, München) 15 min bei 75 V und 40 min bei 150 V durchgeführt. Vor dem 
Laden wurden die Proben mit Ladepuffer (2.2) versetzt und 4 min bei 95 °C denaturiert. 
Die Gele wurden sofort nach dem Ende der Elektrophorese in Plastikschalen mit Coomassie 
Brilliant Blue (Bio-Rad, München) gefärbt und zwischen zwei Folien in Trockenschrank 
(GelAirDryer, Bio-Rad, München) getrocknet.  
 
 
2.7 Nachweis von Nukleinsäuren 
Zur Auswertung der Gele nach der Elektrophorese wurden die RNA-Moleküle entweder vor der 
Elektrophorese radioaktiv markiert und anschließend  in einer Autoradiographie nachgewiesen 
oder nach der Elektrophorese mit verschiedenen Farbstoffen gefärbt und unter UV-Licht 
betrachtet oder es erfolgte eine Hybridisierung mit radioaktiv markierten Sonden. 
 
 
2.7.1 Ethidiumbromid Färbung 
Mit Hilfe der Ethidiumbromidfärbung kann die Position der DNA-Fragmente im Agarosegel 
unter UV-Licht sichtbar gemacht werden. Mittels Ethidiumbromidfärbung wurden die 
Nukleinsäurebanden sowohl in Agarosegelen als auch in Polyacrylamidgelen angefärbt. 
Ethidiumbromid ist ein rotbrauner Farbstoff, der zwischen den Basenpaaren interkaliert und bei 
Anregung mit UV-Licht stark fluoresziert. Agarosegelen wurde 5 µl Ethidiumbromidlösung 
direkt zugesetzt, Polyacrylamidgele wurden nach der Elektrophorese 30 min in 




Die Position und Intensität radioaktiv markierter Substanzen kann nach Auftrennung in einem 
Elektrophoresegel durch Auflegen eines Röntgenfilms (Medical X-ray Film RXOG (Safety), 
Fuji) auf das Gel ermittelt werden; der Röntgenfilm wurde in lichtdichten Filmkassetten 
exponiert und in der AGFA Curix 60 entwickelt. 
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Alternativ wurden Spezialplatten („Imaging Screens“, GE Healthcare, München) anstelle von 
Röntgenfilmen exponiert. Ein Auslesen der Platten erfolgte in einem Gerät der Firma Amersham, 
Typhoon 9400. Mit Hilfe einer entsprechenden Software („ImageQuant“, Version 5.2) wurden 




Durch UV-Shadowing können Nukleinsäuren ohne Färbung detektiert werden. Dazu wurde das 
Gel auf eine feste Folie und anschließend auf eine fluoreszierende Dünnschichtchromatographie-
Platte gelegt. Aufgestrahltes UV-Licht (254 nm) wird von den Nukleinsäuren absorbiert, so dass 
an dieser Position ein dunkler Schatten entsteht. Um UV-induzierte Schäden an den 




Northern-Blotting wird dazu verwendet, um in einem Gemisch von RNA- Fragmenten eine 
bestimmte Sequenz nachzuweisen. Zuerst wurde die Gesamt-RNA (2.17.3) oder Gesamt-tRNA 
(2.17.4) aus den Zellen isoliert und parallel zu den nichtradioaktiven Transkripten (2.5.2.1) 
elektrophoretisch aufgetrennt (2.6.2 bzw. 2.6.3). Anschließend wurde die RNA aus dem 
Polyacrylamidgel auf eine Nylonmembran (Hyperbond-N, Amersham Life Science) transferiert. 
Der Blotaufbau (Abbildung 2.3) bestand dabei aus drei Lagen Whatman-Papier, 
Polyacrylamidgel, Nylonmembran und drei weiteren Lagen Whatman-Papier. Membran und 
Whatman-Papier wurden zunächst in 0,25 x SSC-Puffer getränkt, um einen luftblasenfreien 
Transfer zu gewährleisten. Der RNA-Transfer erfolgte für 15 min bei 150 V, 30 min bei 500 V. 
Anschließend wurde die RNA 1 min bei 150 J/cm2 auf der Membran in einem CL 1000 UV 
Crosslinker (UVP) fixiert. Die Membran wurde dann direkt zur Prähybridisierung mit 7 ml 
Hybridisierungs-Puffer über Nacht bei 55 °C in einen Hybridisierungsofen mit Rotationsfunktion 
(Thermo, Karlsruhe) gegeben. Am nächsten Tag erfolgte die Hybridisierung mit 5´-markierter 
Sonde (2.3) (unter den gleichen Bedingungen) für 3-4 h. 











Abbildung 2.3: Northern-Blotting. 
 
 
2.8 Gelelution von Nukleinsäuren 
Nukleinsäuren wurden durch Diffusion aus den Gelen eluiert. Bei radioaktiv markierten 
Nukleinsäuren wurde zunächst mit einem 1:1 Ausdruck des Autoradiographie-Bildes als 
Schablone die gewünschte Bande aus dem Polyacrylamidgel ausgeschnitten. Bei nicht radioaktiv 
markierten Nukleinsäuren wurde die Lage der Bande durch UV-Shadowing (2.7.3) bestimmt. Die 
Gelstücke wurden mit 400 µl Elutionspuffer (0,5 M Ammoniumacetat) überschichtet und über 
Nacht bei 20 °C geschüttelt. Die Nukleinsäuren wurden per Zentrifugation durch eine Membran 
(NANOSEP MF 0.45 µm; PALL, Darmstadt) gefiltert und durch Ethanolfällung konzentriert.  
 
 
2.9 Aufreinigung der RNA mit organischen Lösungsmitteln 
Durch die Extraktion mit organischen Lösungsmitteln werden die Proteine aus der 
Nukleinsäurelösung entfernt. Dabei hat Phenol eine denaturierende Funktion und Chloroform 
dient neben der Denaturierung zur besseren Trennung der Phasen. 
Die wässrige Nukleinsäurelösung wird mit gleichen Volumen Phenol/Chloroform (Roth, 
Karlsruhe) versetzt. Danach wurden die Phasen durch Zentrifugation bei 1000 g für 3 min bei 
Raumtemperatur getrennt (MIKRO 120, Hettich,Bäch). Dieser Vorgang wurde zweimal 
wiederholt. Der wässrige Überstand wurde in ein frisches Eppendorf Gefäß überführt und zur 
Entfernung der Phenolreste zweimal mit Wasser gesättigtem Diethylether extrahiert (1000 g / 3 
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min / RT). Die Etherreste wurden durch Evaporation unter dem Abzug entfernt. Die Isolierung 
der Nukleinsäure erfolgte durch Fällung mit Ethanol. 
 
 
2.10 Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren 
2.10.1 Photometrische Konzentrationsbestimmung 
Die Konzentration von doppelsträngiger (ds) DNA oder einzelsträngiger (ss) RNA wurde anhand 
der OD bei einer Wellenlänge von 260 nm berechnet. Dabei gilt, dass die OD260 bei einer 
Konzentration an dsDNA von 50 µg/ml bzw. ssRNA von 40 µg/ml (1980-Davis) gleich 1 ist. Die 
OD-Werte wurden an Ultrospec 2100 pro (GE Healthcare, München) oder ND-1000 (PeqLab, 
Erlangen) UV/Vis Spectrophotometer gemessen. 
Um Verunreinigungen in den Nukleinsäurelösungen zu beurteilen, wurde das Verhältnis der OD-
Werte bei 260 nm (Absorptionsmaximum Nukleinsäuren) zu 280 nm (Absorptionsmaximum der 
Proteine), die bei einer reinen DNA-Lösung 1,8 und bei einer reinen RNA-Lösung 2 beträgt, 
verfolgt. Bei Verunreinigungen mit Protein oder Phenol ist dieser Wert signifikant kleiner. 
 
2.10.2 Konzentrationsbestimmung von radioaktiv markierten 
Nukleinsäuren 
Die RNAs wurden mit [α-32P]-NTPs transkribiert (2.5.2.2) und durch denaturierende PAGE 
gereinigt. Ein Aliquot (1 µl) von den gesamten Transkriptionsansatz und die erhaltene RNA 
wurden am Cerenkov-Zähler (LS 6500, Beckman Coulter, Krefeld) vermessen und mit folgenden 
Formeln die Menge bestimmt. 
 
                                                      Radioaktivität der RNA [cpm] * 100 % 
Einbaurate des [α-32P]-UTP = 
           Eingesetzte Gesamtradioaktivität [cpm]   
 
 
                                   Einbaurate * Konzentration NTP * Ansatzvolumen 
RNA-Stoffmenge = 
                                   Anzahl der im Transkript vorkommenden Nukleotide 




2.11 Enzymatische Spaltung von RNA 
2.11.1 Enzymatische Kartierung 
Spezifische Spaltungen durch Ribonukleasen liefern Informationen über zugängliche Bereiche 
bzw. Sekundärstrukturen in Ribonukleinsäuren.  
Dafür wurde die 5´- bzw. 3´-radioaktiv markierte RNA (50.000 cpm/Ansatz) durch Erwärmen 
auf 65°C für 3 min und Abkühlen auf Raumtemperatur während 20 min renaturiert. Die 
enzymatischen Hydrolysen mit den Nukleasen T1, T2, S1 und V1 wurden in 20 µl 1 x E1 Puffer 
(2.2) durchgeführt.  
Ribonuclease T1 (RNase T1) 
Die RNase T1 (MW 11000 Da) aus Aspergillus orizae ist eine Endoribonuklease, die spezifisch 
Phosphodiesterbindungen benachbart zum 3‘-Phosphat von Guanosin Nukleotiden einer RNA 
spaltet (5´-Gp▼NpNpNp-3´). Es entstehen Produkte mit terminalen Guanosin-3´-Phosphaten. 
Ribonuclease T2 (RNase T2) 
RNase T2 (MW 36000 Da) aus Aspergillus orizae  ist eine einzelstrang-spezifische 
Endonuclease. Wie bei RNase T1 entstehen Fragmente mit einem 3´-Phosphat-Ende. 
Ribonuclease V1 (RNase V1) 
RNase V1 (MW 15900 Da) ist eine Endonuclease aus dem Gift der Kobra Naja naja oxiana  und 
spaltet bevorzugt doppelsträngige oder strukturierte Regionen in der RNA ohne 
Basenspezifität. Dabei entstehen Fragmente mit einer 5’-Phosphatgruppe (5´-NpN▼pNpNp-3´). 
RNase V1 spaltet auch einzelsträngige Regionen, die in einer gestapelten Konformation 
vorliegen. 
Nuclease S1  
Nuclease S1 (MW 32000 Da) aus Aspergillus orizae  ist eine einzelstrang-spezifische 
Endonuclease, die die Anwesenheit von Zn2+ erfordert [Berk and Sharp, 1977]. Sie spaltet 
sowohl RNA als auch DNA und dabei entstehen Fragmente mit einem 5’-Phosphat-Ende. 
Nuclease S1 wird zur Erkennung ungepaarter RNA-Regionen genutzt.  
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Dem Reaktionsansatz wurde Carrier-RNA (totale E.coli tRNA) zugegeben, um Probleme bei der 
Reproduzierbarkeit bei der geringen Mengen eingesetzte markierte RNA- 
Konzentrationsschwankungen zu vermeiden. 
Die Reaktionsansätze wurden für 15 min bei 37 °C (bei temperaturabhängiger Hydrolyse bei 20, 
25, 30, 35, 40 oder 45 °C)  mit 6 U RNase T1, 0,25 U RNase T2, 0,2 U RNase V1 und 0,1 U 
Nuklease S1 oder bei temperaturabhängiger enzymatischer Spaltung mit 10 µl der 
entsprechenden Konzentration an RNase T1 (Tabelle 2.8) inkubiert. Die Enzymkonzentration 
und die Inkubationsdauer müssen dabei so gewählt werden, dass kein vollständiger Verdau der 
RNA auftritt. Etwa 90 % der eingesetzten RNA sollte unverdaut bleiben. Die Reaktionen wurden 
durch Zugabe von 20 µl RNase-Stop Lösung (2.2) und anschließender Extraktion mit 40 µl Roti-
Phenol gestoppt. Die RNA wurde mit dem zehnfachen Volumen (400 µl) 2% LiClO4 in Aceton 
präzipitiert und das Pellet getrocknet. Die Proben wurden dann mit der Pb-Stop Lösung (2.2) 
versetzt und auf einheitliche Konzentrationen an cpm/µl gebracht. Gleich große Probenvolumina 
wurden dann auf einem 10 bis 15 %igen denaturierenden Polyacrylamidgel  bei 1500 Volt für 3-4 
h aufgetrennt und mittels Phosphorimager analysiert. 
 
Temperatur ( °C) Nuklease Konzentration (U/µl)
20 0,15  0,12 0,06 0,02 
25 0,12 0,06 0,02 0,01 
30 0,06 0,02 0,01 0,006 
35 0,02 0,01 0,006 0,002 
40 0,01 0,006 0,002 0,0015 
45 0,006 0,003 0,0015 0,0012 
Tabelle 2.8: Nuklease Konzentrationen bei temperaturabhängigen RNase T1 Spaltung. 
 
 
2.11.2 Vollständige Hydrolyse von RNA 
Spaltung mit Nuclease P1  
Nuclease P1 (MW 24000 Da) aus Penicillium citrinum  spaltet die Bindung zwischen der 3’-
Hydroxy- und der 5’-Phosphatgruppe. Bevorzugt werden dabei Phosphodiesterbindungen in 
einzelsträngiger DNA und RNA hydrolysiert. Die Nuclease P1 ist auch eine 
Phosphomonoesterase, die die 3’-terminale Phosphatgruppe eines Nukleotids abspaltet, so dass 
als endgültige Hydrolyseprodukte 5´-Mononukleotide entstehen. 




Für die vollständige Hydrolyse wurde die RNA (50000 cpm) mit 50 mM NH4OAC, pH 5,3 
versetzt und nach der Zugabe von 0,3 U RNase P1 über Nacht bei Raumtemperatur inkubiert. 
Spaltung mit Ribonuclease T2 (RNase T2) 
RNase T2 (MW 36000 Da) aus Aspergillus orizae  ist eine einzelstrang-spezifische 
Endonuclease. Wie bei RNase T1 entstehen Fragmente mit einem 3´-Phosphat-Ende. 
Für die vollständige Hydrolyse („next neighbor“ Analyse) wurde die RNA (50000 cpm) mit 50 





Die Analyse einzelner Mononukleotide nach einem Nukleaseverdau wurde durch 
zweidimensionale Dünnschichtchromatographie ermöglicht [Rogg et al., 1976]. Die Auftrennung 
der mit RNase T2 bzw. Nuklease P1 in einzelne Nukleotide verdauten, [α-32P]-markierten  
tRNA-Transkripte erfolgte auf einer mit Cellulose beschichteten DC-Platte. Dazu wurde 1 µl 
(3000 - 5000 cpm) einer RNA-Lösung mit einer Pipettenspitze vorsichtig aufgetragen und 
getrocknet. Anschließend wurde die Platte in den DC-Laufpuffer A gestellt. Nach ca. 4 Stunden 
erreichte der Puffer den oberen Rand der Platte. Bevor die Auftrennung in die 2. Dimension im 
DC-Laufpuffer B bzw. DC-Laufpuffer C (2.2) erfolgte, wurde die Platte luftgetrocknet. Nach 




2.11.3 G- und L-Leiter 
2.11.3.1 Guanosinleiter aus dem Verdau mit Ribonuclease T1 (RNase T1) 
Die RNase T1 (MW 11000 Da) aus Aspergillus orizae ist eine Endoribonuklease, die spezifisch 
Phosphodiesterbindungen benachbart zum 3‘-Phosphat von Guanosin Nukleotiden einer RNA 
spaltet (5´-Gp▼NpNpNp-3´). Es entstehen Produkte mit terminalen Guanosin-3´-Phosphaten, die 
im denaturierenden Polyacrylamidgel eine Guanosin-spezifische Leiter ergeben. RNase T1 
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spaltet unter denaturierenden Bedingungen (3,5 M Harnstoff) und ermöglicht zusammen mit der 
partiellen alkalischen Hydrolyse (2.11.3.2) die Zuordnung von Banden aus enzymatischen 
(2.11.1) und chemischen Spaltungen (2.12). Die denaturierende Spaltung erfolgte 10 min bei  
55 °C . 
 
 
2.11.3.2 Partielle alkalische Hydrolyse 
Durch alkalische Hydrolyse kann RNA nach jedem Nukleotid gespalten werden, die im 
denaturierenden Polyacrylamidgel eine Leiter entsteht. Zusammen mit der T1-Leiter als 
Größenstandard ermöglicht dies eine Zuordnung von Banden aus enzymatischen und chemischen 
Spaltungen. Zu diesem Zweck wurde die 5´-markierte RNA mit 50 mM NaHCO3, pH 9,0 
versetzt, 5 min bei 95 °C inkubiert und die Reaktion durch Zugabe von 10 µl Pb-Stop Lösung 
(2.2) und durch sofortiges Einfrieren beendet.  
 
 
2.12 Chemische Spaltung der RNA 
Chemische Spaltung der RNA wurde nach [Peattie and Gilbert, 1980] durchgeführt. 
 
2.12.1 Spaltung mit Bleiacetat 
Bei niedrigen Bleiionenkonzentrationen beobachtet man hochspezifische Spaltungen an 
bestimmten Positionen der RNA [R. Giege, 2001]. Spezifizität und Intensität der bleiinduzierten 
Hydrolyse sind stark abhängig vom pH-Wert, der Mg2+- Konzentration, der Temperatur und der 
Konformation der RNA.  
Der Reaktionsansatz mit 5´-[γ-32P]-markierter RNA (200.000 cpm/Ansatz) und 0,6 µg/µl 
Carrier-RNA (total E.coli tRNA) in 25 µl Endvolumen wurde durch Erwärmen auf 60 °C für 3 
min und Abkühlen auf Raumtemperatur während 20 min renaturiert, damit die RNA in einer 
möglichst nativen Konformation vorlag. Nach Zugabe von 0,6 bzw 1,2 mM Bleiacetat (Tabelle 
2.9) und 1 x E1 Puffer wurde für 15, 30, 60, 90 und 120 min bei 37 °C inkubiert und die Reaktion 
durch Zugabe eines Volumens von Pb-Stop Puffer (2.2) und sofortigem Einfrieren gestoppt.  




   Endkonzentration 
Lösung I 113,8 mg Pb(OAc)2 
1 ml H2O 
 0,3 M Pb(OAc)2 
 
 
Lösung II 8µl 0,3 M Pb(OAc)2 
992 ml H2O 
100 µl 2,4 mM Pb(OAc)2 
+ 100 µl 2 x E1 Puffer (2.2) 
1,2 mM Pb(OAc)2 
 
 
Lösung III 4 µl 0,3 M Pb(OAc)2 
996 ml H2O 
100 µl 1,2 mM Pb(OAc)2 
+ 100 µl 2 x E1 Puffer (2.2) 
0,6 mM Pb(OAc)2 
Tabelle 2.9: Herstellung der Bleiacetat-Lösung. Alle Lösungen wurden frisch vor dem Gebrauch vorbereitet. 
Bleiacetat wurde im Wasser gelöst und durch Zugabe von einem Volumen E1 Puffer die gewünschte 
Konzentration der Bleiacetat-Lösung erhalten. 
 
 
2.12.2 Spaltung mit Diethylpyrocarbonat (DEPC) 
Der Reaktionsansatz mit 5´-[α-32P]-markierter RNA (250.000 cpm/Ansatz) und 0,4 µg/µl Carrier-
RNA/Ansatz (total E.coli tRNA) in 50 µl Endvolumen wurde durch Erwärmen auf 60 °C für 3 
min und Abkühlen auf Raumtemperatur während 20 min renaturiert. Nach Zugabe von N1 Puffer 
für native und S1 für semi-denaturierende und denaturierende Bedingungen wurden (außer bei 
der Kontrolle) 20 µl reines DEPC zugegeben und bei 20, 25, 30, 35, 40 und 45 °C für 50, 150 
und 180 min unter nativen und semi-denaturierenden Bedingungen sowie bei 60 °C für 10, 20 
und 25 min unter denaturierende Bedingungen inkubiert. Die Reaktionen wurden durch Zugabe 
von 50 µl DEPC-Stop Lösung (2.2) und durch 2faches Fällen mit Ethanol gestoppt. Das Pellet 
wurde in 15 µl Anilin-Acetat Puffer (100 µl Anilin + 60 µl HOAc; 2 min vortexen und nach der 
Zugabe von 930 µl H2O bei -20 °C einfrieren) gelöst und im Dunklen 10 min bei 60 °C inkubiert. 
Die Reaktion wurde durch Zugabe von 180 µl DEPC-Stop Lösung (2.2) und 600 µl EtOH gefällt 
und das Pellet in Pb-Stop Puffer (2.2) aufgenommen. 
Anschließend wurden die Proben auf einheitliche cpm/µl Zahl eingestellt und auf einem 12 
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2.13 Modifikation der RNA 
Die mit [α-32P]-NTP transkribierten tRNAs wurden mit mitochondrialen Extrakten, Pus1p und 
Pus4p rekombinanten Enzymen modifiziert. Dafür wurden die tRNAs (200000 cpm) mit M8- 
bzw. Pus MOD-Puffer (2.2) versetzt und für 3 min bei 60 °C denaturiert und dann für 20 min bei 
Raumtemperatur renaturiert, damit sie sich in ihrer natürlichen Konformation falten konnten. 
Danach wurde ein Premix mit M8-Puffer und mitochondrialen Extrakten bzw. mit Pus MOD-
Puffer und Pus1p oder Pus4p Enzymen dazugegeben und für 0 bis zu 3h bei 20, 30, 37 bzw. 45 
°C inkubiert. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 2 Volumina Ladepuffer (2.2) gestoppt und 
die tRNAs über ein 10 %iges Gel aufgereinigt.  
 
 
2.14 Temperaturabhängige UV-Spektroskopie (Schmelzkurven) 
Die Messung von Schmelzkurven ist eine einfache Methode, die die Untersuchung der 
Konformationsänderungen von Nukleinsäuren während des Übergangs von einem nativen zu 
einem denaturierten Zustand ermöglicht. Die Methode beruht auf der Messung der UV- 
Absorption in Abhängigkeit von der Temperatur. Durch das Auflösen der Basenpaarungen 
innerhalb eines RNA-Moleküls kommt es bei der Entfaltung zu einer Zunahme der Absorption 
(Hyperchromizität). Die Faltung von RNA-Molekülen ist eine sehr komplizierter Prozess, in dem 
die Abstoßungskraft der negativen Ladungen des Polyphosphat-Rückgrates durch die Bindung 
von mono- und/oder divalenten Metallionen kompensiert wird. Die Metallionen stabilisieren 
dabei die native tertiäre Struktur. 
Die Schmelzkurven wurden bei 260 nm an einem Cary 100 Bio-UV/Vis Spectrophotometer 
(Varian, Darmstadt) aufgenommen. Die Messküvette (Cary UV MICRO CELL 0,9 ml, Varian, 
Darmstadt) hatte eine Schichtdicke von 10 mm. Die UV-Absorption wurde als Funktion der 
Temperatur im Intervall 20-90° aufgezeichnet (Heizrate: 0.5 °C/min). Als Puffer diente ein 50 
mM Phosphatpuffer mit 150 mM Natriumchlorid und einem pH-Wert von 7. Von jeder tRNA 
wurden ca. 8 µg (OD260 0,4 bis 0,8) in 600 µl Puffer (mit/ohne NaCl) gelöst und bei der 
Anwesenheit von 1 bis 10 mM MgCl2 gemessen.. Die Lösungen wurden vor der Messung 10 min 
im Ultraschallbad entgast, in die Küvetten überführt und mit einer 2-3 mm dicken Schicht an 
Silikonöl überschichtet. Da die thermische Denaturierung bei der tRNA reversibel ist, wurden die 
Proben nach einem Denaturierungsschritt (20-90 °C) renaturiert (90-20 °C). Dieser Vorgang 




wurde dreimal wiederholt. Die erhaltenen Kurven wurden mit dem Programm MS Excel 
ausgewertet: (i) die Absorptionsendwerte wurden auf 1 normiert; (ii) die erste Ableitung der 
normierten Absorptionswerte wurde berechnet; (iii) durch Berechnen des gleitenden 
Durchschnitts über jeweils zwanzig Absorptionswerte wurde die Kurve geglättet. Die 




2.15 Mikrobiologische Methoden 
Alle für die Kultivierung von E.coli verwendeter Geräte und Medien wurden bei 121 °C 
autoklaviert.  
 
2.15.1 Kultivierung von E.coli 
Bakterielle Vorkulturen wurden in 3 mL LB-Medium in 15 ml Falcon Gefäßen von einer 
Einzelkolonie oder einer Glycerinkultur angesetzt und bei 37 °C über Nacht inkubiert. Für 
Plasmidpräparationen wurden die Vorkulturen in 500 mL LB-Medium im Erlenmeyerkolben bei 
37 °C für 24 h herangezogen. Zur Selektion plasmidhaltiger Stämme wurde dem Medium 100 
µg/ml Ampicillin hinzugefügt. Der Wachstumsgrad wurde durch Messungen der OD bei 600 nm 
verfolgt. Für Dauerkulturen wurden 500 µl Bakterienkultur mit 500 µl Glycerin vermischt und 
bei -80 °C aufbewahrt. Um einzelne Kolonie zu erhalten, wurden LB-Agarplatten mit dem 3-
Ösen-Ausstrich angelegt und über Nacht im Brutschrank bei 37 °C inkubiert. 
 
 
2.15.2 Elution von DNA aus Agarosegelen 
DNA Fragmente wurden aus Agarosegelstücken mit dem JETsorb Gel Extraktion Kit (2.4) nach 
dem Protokoll des Herstellers isoliert. 
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2.15.3 Transformation von kompetenten E.coli Zellen 
Es wurden 50 µl kompetente Zellen (Rosetta DE3 pLysS, Novagen) auf Eis aufgetaut, mit 2 µl 
(10 ng/µl) Plasmid gemischt und 5 min auf Eis gestellt. Anschließend wurden die Zellen 30 s bei 
42 °C inkubiert, 2 min auf Eis gekühlt und nach Zugabe von 250 µl SOC-Medium 1 h bei 37 °C 
und 250 rpm im Eppendorf-Thermoshaker geschüttelt. Die Zellen wurden auf einer LB-
Agarplatte ausplattiert und über Nacht bei 37 °C kultiviert.  
 
 
2.15.4 Präparation von Plasmid DNA aus E.coli 
Die Präparation von DNA wurde im analytischen (3 ml Plasmid-Minipräparation) oder 
präparativen (500 – 1000 ml Plasmid-Maxipräparation) Maßstab durchgeführt. Die Plasmid-
präparation wurde im Wesentlichen nach dem Protokoll des Herstellers (Qiagen) durchgeführt. 
 
 
2.16 Aufreinigung der Pus1 und Pus4 rekombinanten Enzyme 
2.16.1 Induktion der Proteinexpression 
Die 10 ml  Übernachtkulturen wurden in 300 ml LB-Medium mit Ampicillin bei 37 °C unter 
Schütteln inkubiert, bis eine OD600 von 0,7 erreicht wurde. Nach Induktion der Proteinexpression 
mit 1 mM IPTG wurden die Bakterien 3-5 h bei 25°C inkubiert. Anschließend wurden die Zellen 
10 min bei 4°C und 4500 g abzentrifugiert, der Überstand verworfen und die Zellen entweder 
sofort weiter verarbeitet oder bei -80°C (über Nacht) gelagert. Um den Erfolg der 
Proteininduktion zu überprüfen, wurde jeweils vor und nach der Induktion 1 ml 
Bakteriensuspension als Probe genommen, 1 min bei 20000 g und RT abzentrifugiert und das 
Sediment in 100 μl SDS-Probenpuffer resuspendiert. Die Proben wurden dann mit SDS-PAGE 
und Coomassie-Färbung analysiert. 
Aufreinigung der Pus1 und Pus4 rekombinanten Proteine mit HisTag erfolgte mit HisTrap HP 
(GE Healthcare, München) Säulen nach [Arluison et al., 1998]. Der HisTag ist eine Reihe von 
sechs aufeinander folgenden Histidinen [Porath et al., 1975], die an das zu reinigende Protein 
angekoppelt sind. Die Säule wurde zuerst mit  Pus HisTag Puffer A 97 % und HisTag Puffer B 3 




% (2.2) äquilibriert. Nach Auftragen des Zellextraktes (1 ml) wurde die Säule bei einer Flussrate 
von 1 ml/min weitere 20 min gewaschen. Die geringe Konzentration von Imidazol erhöht die 
Reinheit der Proteinisolierung. Anschließend wurde das gebundene Pus1-Protein 15 min und 
Pus4 20 min mit einem linearen Gradient von Imidazol eluiert; Imidazol konkurriert mit dem 
HisTag des Proteins um Koordinationsstellen der Ni2+ Ionen. Das Pus1 Enzym eluierte bei einer 
Imidazolkonzentration von ca. 50 mM in einem Volumen von 8 ml und Pus4 von 60 mM und 
einem Volumen von 14 ml. Die Imidazolreste wurden durch Dialyse in 1 L Pus-Dialysepuffer 
(2.2) entfernt. 
Sämtliche Schritte wurden bei 4°C (Kühlraum) mit eisgekühlten Lösungen durchgeführt. 
 
2.16.2 Konzentrationsbestimmung der Proteine 
Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte nach der von Bradford [Bradford, 1976] 
beschriebenen Methode. Die Proben wurden 1:5 (v/v) mit der Reagenzlösung (Quick Start 
Bradford, Bio-Rad, München) verdünnt, 10 min bei Raumtemperatur inkubiert und die 
Extinktion bei 595 nm gemessen. Für eine Eichgerade wurden aufsteigende BSA-
Konzentrationen von 0,5 µg/ml bis 5 µg/ml (Bio-Rad, München) gemessen. 
 
 
2.17 Methoden für Zellkultur 
2.17.1 Zelllinien 
#7497 Osteosarcoma Zellen (Prof. Rudolf Wiesner, Köln)  
143 B Osteosarcoma Zellen (Prof. Rudolf Wiesner, Köln) [Mollers et al., 2005] 
S3 HeLa Zellen (Prof. Utz Fischer, Würzburg) 
 
 
2.17.2 Die Anzucht der Zellen 
Zellkulturarbeiten wurden unter einer Sterilbank Biowizard Kojair (Axon) durchgeführt. Die 
Aufzucht der Osteosarcoma Zellen erfolgte in Zellkulturflaschen (Nunc) in Dulbecco’s Modified 
Eagle Medium DMEM unter Zusatz von 5 % fetalem Kälberserum (FCS), 1 %  
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Penicillin/Streptomycin, 1 % Pyruvat und 0,5 % Uridin und S3 HeLa Zellen in 
Zellkultursuspension Flaschen Celstir (Wheaton, Millville) in DMEM unter Zusatz von 5 % 
fetalem Kälberserum (FCS), 1 %  Penicillin/Streptomycin  bei 37 °C und 5 % CO2-Gehalt im 
Brutschrank HERA Cell 150 (Kendro). Die Osteosarcoma Zellen wurden alle 2-3 Tage unter 
sterilen Bedingungen passagiert. Dazu wurde das Zell-Nährmedium abgesaugt. Die Zellen 
wurden durch Trypsinierung  (50 µl/cm2) vom Boden gelöst und mit 6 ml Nährmedium in ein 
steriles 15 ml Falkon-Röhrchen überführt. Nun wurden die Zellen durch 5-minütige 
Zentrifugation bei 1040 x g pelletiert. Nachdem der Überstand abgenommen worden war, 
erfolgte die Suspension des Zellpellets in 5 ml Nährmedium. Zum Passagieren der Zellen wurde 
1/3 (v/v) der Zellsuspension in eine neue Zellkulturflasche gegeben und mit 2/3 (v/v) Medium 
aufgefüllt.  
Zur Bestimmung der Zellzahl wurden die Zellen von der Flaschenboden abgelöst und in ein 15 
ml Falcon überführt. Nach der Zentrifugation für 5 min bei 1040 x g wurde der Überstand 
abgesaugt und das Pellet in Nährmedium resuspendiert. 20 µl Zellsuspension wurde in eine 
Neubauer-Kammer überführt. Unter dem Mikroskop wurden beide Kammern ausgezählt und 
hiervon der Mittelwert gebildet.  
 
 
2.17.3 Aufreinigung der Gesamt-RNA aus Osteosarcoma Zellen 
106 Zellen wurden in 4 ml MLB Lösung gemischt, 1-2 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach 
der Zugabe von 0,125 M Natriumacetat, 3,75 ml Phenol (1 kg Phenol in 200 ml 100 mM NaOAc, 
pH 4,5 eqilibrieren) und 0,75 ml Chlorophorm vorsichtig vermischt und 20 min bei 4 °C und 
18000 x g zentrifugiert. Der Überstand wurde in neue 1,5 ml Eppendorfgefäße abpipettiert und 
ethanolpräzipitiert. Die aufgereinigte RNA wurde in 20 µl H2O aufgenommen und die 
Konzentration photometrisch bestimmt. 
 
 
2.17.4 Aufreinigung der Gesamt-tRNA aus Gesamt-RNA 
Die tRNAs wurden aus der Gesamt-RNA (2.17.3) mit der Säule vom Plasmid MiniKit 25 
(Qiagen) gewonnen. Die Säule wurde mit 3 ml QEB (2.2) equillibriert und mit in QLW 




aufgenommener Gesamt-RNA beladen. Zunächst erfolgten 2 Waschschritte mit je 3 ml QLW. 
Danach wurde die gesamt tRNA mit 3 ml QEL eluiert. Die Nukleinsäuren wurden durch 
Ethanolfällung konzentriert. Konzentrationsbestimmung der tRNA erfolgte photometrisch (2.7.2) 
bei 260 nm.  
 
 
2.17.5 Aufreinigung der mitochondrialen Zellextrakte 
2.17.5.1 Herstellung von Saccharosedichtegradienten 
Zur Herstellung von Saccharosedichtegradienten wurden zunächst zwei Lösungen mit der 
niedrigsten und der höchsten Saccharosekonzentration (2.2; Saccharose-O und Sacchrose-U) des 
Gradienten angesetzt und kühl gelagert. Dann wurden 6 ml der höher konzentrierten 
Saccharoselösung in ein 14 ml-Cellulose-Nitrat-Gefäß (Beckmann) gegeben und vorsichtig unter 
Vermeidung der Vermischung beider Phasen mit 6 ml der niedriger konzentrierten 
Saccharoselösung überschichtet.  
 
 
2.17.5.2 Präparation von Mitochondrien aus HeLa Zellen 
5 g Zellpellet wurde mit 30 ml NKB-Puffer (2.2) versetzt und in 3 15 ml Falcon Gefäße verteilt. 
Alle 3 Teile wurden danach gleich behandelt. Die Zelllösungen wurden bei 1060 x g  für 5 min 
bei -4°C zentrifugiert und der Überstand verworfen. Das Pellet wurde in 10 ml RSB-Puffer 
resuspendiert. Nach 2minütiger Inkubation auf Eis wurden mit Homogenisator PotterS (Sartorius, 
Göttingen) die Zellen aufgebrochen (20mal bei 600 Drehungen/min). Das Verhältnis der 
aufgebrochenen und ganzen Zellen wurde unter dem Mikroskop beobachtet. Wenn es niedriger 
als 80 % war, wurde der Vorgang wiederholt. Zu der Zellsuspension wurden 1,6 ml 2M 
Saccharose Lösung zugegeben. Alle 3 Pellets wurden in ein 50 ml Falcon-Tube zusammen 
geführt und bei 1200 x g für 3 min zentrifugiert. Das Präzipitat bestehend aus Zellkernen und 
anderen Zelltrümmern wurde verworfen. Der Überstand wurde zur Reinigung von groben 
Bestandteilen erneut 3 min bei 1200 x g zentrifugiert. Die nach der Differentialzentrifugation 
erhaltene Mitochondrienfraktion ist noch verunreinigt. Um sie zu reinigen, wurde den 
Mitochondrienfraktion 2 mg/ml Digitonin zugegeben und je 7 ml vorsichtig auf den 
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Saccharosegradienten gegeben. Der Gradient wurde 20 min bei 22000 x g bei 4 °C in der 
Ultrazentrifuge (SW 27/28 – Beckman-Rotor) zentrifugiert. Dabei bildet sich zwischen der 1 M- 
und 1,5 M-Schicht ein Ring. Diese Bande enthält die Mitochondrien und wurde mit einer Pipette 
abgenommen und bei 10000 x g für 30 min bei -4 °C pelletiert. 
 
 
2.17.5.3 Aufreinigung der mitochondrialen Zellextrakte 
Das Pellet wurde dann in 6 ml M8-Puffer (2.2) mit „Complete mini protease inhibitor“ (Roche, 
Basel) resuspendiert und in 3ml Ultrazentrifugen-Gefäße transferiert. Nach dem Homogenisieren 
mit einem Sonifikator (MS 72 Spitze) bei 20 % Amplitude, 10 x 10 Sekunden mit einminütigem 
Kühlen wurden die Lösungen 60 min bei 39000 rpm (Beckman TLA 100.3) bei 4 °C 
ultrazentrifugiert. Der Überstand wurde mit Amicon Ultra Centrifugal Filters (10 kDa 
Porengröße; Millipore) bis auf 1 ml konzentriert. Die Extrakte wurden danach entweder mit 20 % 
Glycerol versetzt und bei – 20 °C aufbewahrt, oder mittels Größenausschluss- 
Chromatographie über eine HiPrep 16/60 Sephacryl S-200 Säule fraktioniert (Fluß-Rate: 1 




















Seit Anfang der 80er-Jahre des 20. Jahrhunderts konnten verschiedene Erkrankungen auf der 
mitochondrialen Ebene beschrieben werden. Schweregrad und klinische Symptomatik werden 
einerseits durch die Art einer Mutation und andererseits durch das Verhältnis mutierter gegenüber 
gesunder mtDNA (Heteroplasmie) bestimmt. Symptome werden in Organen beobachtet, in 
welchen der Anteil mutierter mtDNA einen spezifischen Schwellenwert überschreitet. Am 
häufigsten sind ZNS, Muskel und Herz betroffen. Es werden immer weitere Mutationen in tRNA-
Genen beschrieben, welche mit einem Syndrom assoziiert sind, sie sind die “hotspots” für die 
mitochondrialen Myopathien. Diese Mutationen reduzieren die Menge zur Verfügung stehender 
funktioneller tRNAs, was eine signifikante Verminderung der mitochondrialen Proteinsynthese 
zur Folge hat. Bisher ist ungeklärt, welche molekularen Aspekte der mutierten tRNAs die 
Auslösung des Krankheitsbildes bewirken.  
Trotz vieler Kenntnisse über die tRNA-Struktur sind die Wechselwirkungen zwischen den tRNA 
Strukturelementen noch nicht vollständig aufgeklärt, und der Einfluß von modifizierten 
Nukleotiden ist in mitochondrialen tRNAs im Wesentlichen unerforscht. Das Ziel der Arbeit war 
es, aufgrund der Mutationen in den T- und D-Arm Regionen von vier verschiedenen 
mitochondrialen tRNAs (tRNALys, tRNALeu(CUN), tRNAGln und tRNASer(UCN)) aufzuklären, ob 
tertiäre Wechselwirkungen in den tRNAs an der pathogenen Wirkungen beteiligt sind. Dafür 
sollten die Strukturen der genannten tRNAs als Wildtyp und deren Mutanten mit einer Reihe 
biochemischer Techniken untersucht werden, zu denen unter anderem chemische und 
enzymatische Kartierung, UV-Spektroskopie und native Gelelektrophorese gehörten. 
Die Modifikation einzelner Nukleotide in tRNAs stellt einen wichtigen Vorgang während der 
tRNA-Reifung in vivo dar. Die posttranskriptionellen Modifikationen dienen zur RNA-
Stabilisierung, zur Regulation der Translationseffizienz und zur RNA-Prozessierung. Das Fehlen 
von Modifikationen in tRNAs wirkt sich je nach tRNA-Spezies unterschiedlich aus. Zum einen 
kann die Faltung und Struktur von tRNAs durch Modifikationen beeinflusst werden. Einige 
tRNAs bilden hierbei in der unmodifizierten Form Sekundärstrukturen aus, die stark von der 
klassischen Kleeblattstruktur abweichen und zu biologisch inaktiven tRNA-Molekülen führen 
[Helm et al., 1999]. Durch den Einsatz von Enzymen für die Pseudouridinylierung aus 
verschiedenen Organismen (Hefe, Humane HeLa Zellen) sollte die Auswirkung der strukturellen 




























4.1 Posttranskriptionelle Modifikation von tRNA-Transkripten 
Für die posttranskriptionelle Modifikation der tRNAs wurde mitochondrialer S-100 Extrakt aus 
HeLa Zellen gewonnen und chromatographisch aufgereinigt (2.16). Für die Trennung der 
Proteine wurde eine Größenausschlusschromatographie über eine HiPrep 16/60 Sephacryl S-200 
Säule durchgeführt  (Abbildung 4.1). Fraktionen 2 und 3 enthalten m1A-, m1G-, m2G- 
Methyltransferasen (TRM10 ~ 35 kDa, TRM1 ~ 42 kDa), und Pseudouridin-Synthase (Pus1 ~ 63 
kDa; Pus4 ~ 45 kDa) Aktivitäten [Helm and Attardi, 2004]. Nach diesem Reinigungsschritt 
wurden beide Fraktionen in Amicon Ultra Centrifugal Filters (10 kDa Porengröße; Millipore) 
vereinigt, aufkonzentriert und einem Pufferaustausch gegen M8-Puffer unterzogen. Die 















Abbildung 4.1: Chromatographische Auftrennung des mitochondrialen S-100 Extraktes. Die 
drei Pfeile unten zeigen die Positionen von Standardgrößen. 
 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden die Transkripte von verschiedenen humanen mitochondrialen 
tRNAs und ihnen abgeleiteten pathogenen Mutanten (tRNALys-WT, -A8344G, tRNASer(UCN)-WT, 
-G7497A, -T7512C, tRNAGln-WT, -T4336C, tRNALeu(CUN)-WT, -A12320G, -G12315A) sowie 




   Blue Dextran         BSA            Chymotrypsinogen  
   2000 kDa                66 kDa         25,6 kDa 
   




wurden die mit radioaktiven Nukleotiden transkribierten tRNAs (2.5.2.2) (Abbildung 4.2) mit 
mitochondrialem S-100 Extrakt aus HeLa Zellen modifiziert (2.13), reisoliert (2.6.2) und zu 
Mononukleotiden mit Hilfe von Nukleasen gespalten (2.11.2). Die Auftrennung der einzelnen 
Nukleotide erfolgte auf einer mit Cellulose beschichteten DC-Platte in zwei Dimensionen 










Abbildung 4.2: In vitro T7 Transkription. Die untere Bande repräsentiert das 
Ribozym, die mittlere Bande die tRNA und die obere Bande den tRNA- 
Hammerhead Ribozym Komplex. Organisation der Transkripte mit tRNA-
Hammerhead Ribozym Komplex  (2.5.2). 
 
 
Die cytosolische tRNAPhe aus Hefe in ihrer nativen Form enthält 20 % modifizierte Nukleotide 
und ihr Transkript diente im weiteren als optimale Referenz für Modifikationtests. Wie die 
Abbildung 4.4 A zeigt, sind mehrere Enzymaktivitäten (m1A, m2G, m1G, Ψ) in dem HeLa S-100 
Extrakt vorhanden.  
  
Ebenso wurden humane mitochondriale tRNALys-WT sowie ihre pathogene Mutante A8344G, 
die das MERRF-Syndrom verursacht, auf Modifikationseffizienz mit S-100 mitochondrialem 
Extrakt untersucht. Native tRNALys ist in den Positionen 9, 10, 27/28 als m1A, m2G bzw. Ψ 
modifiziert und enthält zusätzlich modifizierte Nukleotide im Anticodon-Loop: t6A37 und 
hypermodifizierte mcm5s2U34. Die Methylierung des Adeninrestes in der Position 9 ist nur bei 
mitochondrialen tRNAs vorhanden, hingegen kommen die m2G10 und Ψ27/28 Modifikationen in 
vielen klassischen tRNAs vor. Nach der Inkubation von tRNALys-WT mit mitochondrialem 
Proteinextrakt wurden m1A, m2G und Ψ detektiert. Bei tRNALys-A8344G konnte zwar Ψ 





Die weiteren zwei Modifikationen m1A und m2G waren ausschließlich beim WT nachweisbar. 
Die genaue Quantifizierung der Daten war wegen nicht ausreichender Auftrennung auf den 





Abbildung 4.3: Relative Positionen der Nukleotide auf einer Cellulose Platte bei Trennung (A) mit DC-
Laufpuffer A und B und (B) mit A und C [Dirheimer et al., 1995]. Die in dem HeLa S-100 Extrakt 
identifizierten Aktivitäten sind rot angezeigt. 
 
 
Eine weitere Mutation (T4336C), deren Pathogenität mit Parkinson in Zusammenhang gebracht 
wurde, befindet sich in einem Gen, welches für tRNAGln kodiert. Die Modifikationen in der 
mitochondrialen tRNAGln sind noch nicht bekannt (bis auf ein hypermodifiziertes τm5s2U34 
[Grosjean, 2005]). Bei dieser tRNAGln-T4336C Mutante konnte eine erhöhte Pseudouridin-
Synthase Aktivität als beim WT beobachtet werden; WT – 0,5(±0,05) mol/mol tRNA und 
T4336C – 0,7(±0,08) mol/mol tRNA (Abbildung 4.4 C). Es wurde mit Hilfe von zwei 
verschiedenen Laufmitteln in der zweiten Dimension (Anhang 1) zusätzlich eine m1Ψ 
Modifikation identifiziert. Die Modifikationsdaten sind in Tabelle 4.1 C zusammengefasst.  
 
Die Punktmutationen A12320G und G12315A im tRNALeu(CUN)-Gen verursachen bei Patienten 
schwere Myopathien. Die native mitochondriale tRNALeu(CUN) ist in 6 Positionen modifiziert 
(m1A9, m2G10, Ψ27/28 bzw. 31 und m1G37). Nach Inkubation der tRNA-Transkripte mit 
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mitochondrialem Proteinextrakt wurden in der tRNALeu(CUN) sowohl beim WT als auch bei den 
Mutanten zu Ψ modifizierte Us in den Positionen 27/28 detektiert, allerdings in unterschiedlichen 
Verhältnis, was auf eine unterschiedliche Modifikationseffizienz schließen lässt (WT – 0,5 
mol/mol tRNA, A12320G – 0,2 mol/mol tRNA und G12315A – 0,1 mol/mol tRNA) (Abbildung 
4.4 D). Unterschiedlich waren auch die Modifikationseffizienzen an der m1A Position (WT – 0,1 
mol/mol tRNA, A12320G – 0,01 mol/mol tRNA und G12315A – keine). 
 
Eine schwere mitochondriale Myopathien wurden bei Patienten mit einer G7497A Mutation in 
der tRNASer(UCN) beobachtet. Weitere Symptome sind Progressive Myoklonus-Epilepsie, Ataxia 
und Gehörlosigkeit [Jaksch et al., 1998]. Die Mutation T7512C ist mit nicht-syndromaler 
Schwerhörigkeit assoziiert [Hutchin et al., 2000].  Bei der nativen tRNASer(UCN) sind 5 
modifizierte Nukleotide bekannt, wovon drei in klassischen tRNAs vorkommen: Ψ55, T54 und 
m3C32. Die anderen zwei modifizierten Nukleotide befinden sich im Anticodon-Arm: Ψ28 und 
ms2i6A37. In der Abbildung 4.4 E ist die Modifikationsanalyse von tRNASer(UCN)-WT und zwei 
Mutanten dargestellt. Es lassen sich deutliche Unterschiede des Modifikationsniveaus 
detektieren. Die beiden Mutanten der tRNASer(UCN) wurden im Vergleich zum WT schlechter 
modifiziert, WT – 0,9 (±0,04) mol/mol tRNA, G7497A – 0,7 (±0,04) mol/mol tRNA und 
T7512C – 0,7 (±0,05) mol/mol tRNA. Mit Hilfe der „next-neighbor“ Analyse wurde die Position 





Abbildung 4.4: In vitro posttranskriptionelle Modifikation mit mitochondrialem S-100 Extrakt von (A) tRNAPhe, (B) 
tRNALys, (C) tRNAGln, (D) tRNALeu(CUN), (E) tRNASer(UCN) und deren Mutanten. (links) 2D-
Dünnschichtchromatographie. A, Adenosinmonophosphat; C, Cytidinmonophosphat; U, Uridinmonophosphat; G, 
Guanosinmonophosphat; m1A, 1-Methyladenosinmonophosphat; m1G, 1-Methylguanosinmonophosphat; m2G, N2-
Methylguanosinmonophosphat; Ψ, Pseudouridinmonophosphat; m1Ψ, 1-methylpseudouridinphosphat. DC-
Laufpuffer: A, Isobuttersäure / Ammoniak / H2O (66/1/33; v/v/v); B, Phosphat-Puffer  pH 6,8  (0,1 M) / 
Ammoniumsulfat /1-Propanol (100/60/1,5; v/w/v); C, HCl reinst / Isopropanol / H2O (15/70/15; v/v/v). (rechts) 
Schematische Darstellung der entsprechenden Transkripte mit Modifikationen. Die Mutationen sind orange 







































Modifikation           mol/mol tRNA 
m1A    m2G    m1G      Ψ 
A.  Hefe cyt tRNAPhe    0,8      0,8       0,8      1,9 
B.   Hum mt tRNALys-WT 
       Hum mt tRNALys- T8344C 
   +          +                    + 
   -          -                     + 
       nicht quantifizierbar 
C.   Hum mt tRNAGln-WT 
      Hum mt tRNAGln- T4336C 
      0,5(±0,05) 
      0,7(±0,08) 
D.   Hum mt tRNALeu(CUN)-WT 
        Hum mt tRNALeu(CUN)-A12320G 
 Hum mt tRNALeu(CUN)-GC12315A 
  0,1       -           -        0,5 
 0,01 -          - 0,2 
  - -          - 0,1 
E.   Hum mt tRNASer(UCN)-WT 
         Hum mt tRNASer(UCN)-G7497A 
       Hum mt tRNASer(UCN)-T7512C 
  0,9(±0,04) 
  0,7(±0,04) 
                         0,7(±0,05) 
 
Tabelle 4.1: Zusammenfassung der Modifikationen mit mitochondrialem S-100 Extrakt. +, modifiziert; -, 
nicht modifiziert. Die Größe der „+“ Zeichen entspricht den Modifikationseffizienzen. 
 
 









Abbildung 4.5: Die „next neighbor“ Analyse von 
tRNASer(UCN)-Transkript. Oben, die 2D-Dünnschicht-
chromatographie von modifiziertem Transkript. A, 
Adenosinmonophosphat; C, Cytidinmonophosphat; U, 
Uridinmonophosphat; G, Guanosinmonophosphat; Ψ, 
Pseudouridinmonophosphat; DC-Laufpuffer: A, 
Isobuttersäure / Ammoniak / H2O (66/1/33; v/v/v); B, 
Phosphat-Puffer  pH 6,8  (0,1 M) / Ammoniumsulfat 
/1-Propanol (100/60/1,5; v/w/v); Unten, die 
Spaltungsstellen der Nukleasen. UTP und CTP 
entsprechen den mit [α-32P]-UTP bzw. [α-32P]-CTP 
transkribierten tRNA. P1, Nuklease P1. Nach der 
Spaltung entstehen 5´-Phosphat-Nukleoside. T2, 
RNase T2. Nach der Spaltung entstehen 3´-Phosphat-




Wie die Ergebnisse der posttranskriptionellen Modifikation zeigen, können die Mutationen im 
Kernbereich der tRNA die Aktivität der Modifikationsenzyme entscheidend verringern. Für eine 
optimale Funktion der Enzyme sind bestimmte Strukturen in der tRNA notwendig. Die 
Mutationen können zu unerwünschten Veränderungen der Struktureigenschaften führen, die 
ihrerseits die Modifikationseffizienz beeinflussen. Um genaue strukturelle Abweichungen 
feststellen zu können, wurden die Strukturen der tRNAs mit Hilfe der enzymatischen und 
chemischen Kartierung untersucht. 
 
 
4.2 Chemische und enzymatische Kartierung der tRNAs  
Die dreidimensionalen Strukturen des tRNA-Moleküls werden von verschiedenen biologischen 
Eigenschaften bestimmt, was man sich für Strukturuntersuchungen zu Nutze machen kann. Bei 
der Strukturanalyse von tRNA-Transkripten ermöglichen sowohl nukleotidspezifisch 
schneidende Nukleasen, als auch spezifisch modifizierende Chemikalien die einzelsträngigen 





Für die in vitro Strukturanalysen wurden 5´- (2.5.3) und 3´- (2.5.5) markierten T7-Transkripte 
eingesetzt, die zuvor über ein denaturierendes Polyacrylamidgel (2.6.2) aufgereinigt wurden. 
Diese Experimente wurden bei physiologischen 37 °C durchgeführt. 
Die Struktur des humanen mt tRNALys-WT und der -A8344G Mutante wurde sowohl in vivo als 
auch in vitro untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass unmodifizierte in vitro-Transkripte keine 
Kleeblattstruktur, sondern eine haarnadelähnliche Struktur aufweisen [Helm et al., 1998]. 
Demzufolge wurden keine weitere Strukturanalysen durchgeführt. 
 
 
4.2.1 Strukturanalyse der humanen mitochondrialen tRNAGln 
Die Strukturanalysen der humanen mt tRNAGln wurden sowohl mit dem WT als auch einer 
Mutante mit der pathogenen Punktmutation T4336C durchgeführt (Abbildung 4.6).  
 
  
Abbildung 4.6: Struktur von der hum mt tRNAGln. (A) Konsensus Sequenz nach [Helm et al., 2000]. (B) 




In Abbildung 4.7  ist das Ergebnis der gelelektrophoretischen Trennung der Spaltungsfragmente 
für tRNAGln-WT und -T4336C Mutanten zu sehen. Die Guanosinleiter der tRNA aus einem 
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Verdau mit RNase T1 bzw. eine durch alkalische Hydrolyse gewonnene Nukleotidleiter wurden 
in den Spuren G und L aufgetragen. Anhand der beiden Leitern können die RNase-
Spaltungsprodukte den entsprechenden Positionen in der Sekundärstruktur der tRNA zugeordnet 
werden. Die Positionen G14, G18 und G19 in dem D-Loop und G36 und G37 in dem Anticodon-
Loop sind sowohl beim WT als auch bei der Mutante zugängig für RNase T1, was auf ungepaarte 
Regionen hindeutet. In dem Bereich des variablen Loops sind in der Mutante die 




Abbildung 4.7: Strukturanalyse von der tRNAGln-WT und -T4336C Mutante durch Nukleaseverdau. (A) 
Gelelektrophoretische Auftrennung der Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P an dem 5´-Ende radioaktiv markiert. 
G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L, alkalische Hydrolyseleiter; C, Kontrolle 
(Inkubation ohne Nukleasen); T1, RNase T1-Verdau in Anwesenheit von 0,3 U/µl; T2, RNase T2-Verdau in 
Anwesenheit von 0,0125 U/µl; S1, Nuklease S1-Verdau in Anwesenheit von 4 U/µl; V1, RNase V1-Verdau in 
Anwesenheit von 9 U/ml. (B) Schematische Darstellung der RNase Kartierung. Die Farbintensität der Pfeile 







Ein weiterer Unterschied in dem variablen Loop Bereich ist auch bei T2 und S1 Nukleaseverdau 
zu sehen. Hier sind die Positionen A44, G45 bis G48 im WT weniger zugänglich als in der 
Mutante. Bei dem doppelstrangspezifischen Nuklease V1 Verdau wurden keine Unterschiede in 
der Signalstärke der Banden detektiert. 
 
Weitere Analysen wurden mit Hilfe von chemischen Modifikationen durchgeführt. Viele 
zweiwertige Metallionen, darunter auch Bleiionen, sind in der Lage die RNA zu hydrolysieren. 
[Giege et al. 1999].  Bleiionen hydrolysieren RNAs in einzelsträngigen und flexiblen Bereichen, 
während helikale Regionen nicht gespalten werden. Das entsprechende Bleispaltungsmuster ist in 
den Spuren 1 bis 9 in Abbildung 4.8 dargestellt. 
 
 
Abbildung 4.8: Strukturanalyse der tRNAGln-WT und -T4336C Mutante durch Bleispaltung und 
gelelektrophoretische Auftrennung der Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P radioaktiv markiert. G: Spaltung mit 
RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L: alkalische Hydrolyseleiter; C: Kontrolle (Inkubation ohne 
Pb(OAc)2). Spuren 1 bis 5: Blei-Spaltung während 2, 3, 3.5, 4, 4.5 h in Anwesenheit von 1,2 mM Pb(OAc)2 Lösung 
und 6 bis 9: Blei-Spaltung während 0.4, 0.2, 1, 2  h in Anwesenheit von 2,4 mM Pb(OAc)2. 




Die Experimente wurden unter nativen Bedingungen in Gegenwart von 10 mM MgCl2 und zwei 
verschiedenen Konzentrationen von Bleiionen (0,6 und 1,2 mM Pb(OAc)2) durchgeführt. Bei 
niedrigen Konzentrationen von Bleiionen wurden die Spaltstellen erst nach 4,5 h sichtbar. Bei 
höherer Konzentration schneidet Blei schon nach 15 Minuten. Die X-ray kristallographischen 
Analysen der tRNAPhe aus Hefe zeigten, dass die Bleiionen-Spaltungstellen häufig mit 
Magnesiumionen-Bindungsstellen übereinstimmen [Brown et al., 1985]. Für tRNAPhe wurden 4 
Bindungsstellen für Magnesiumionen gefunden; die erste befindet sich zwischen den Nukleotiden 
20 und 21, die zweite zwischen D-Loop (Positionen 19/20) und T-Loop (Positionen 59/60), die 
dritte im variablen Loop und die vierte im Anticodon-Loop. Abbildung 4.8 zeigt sowohl 
Spaltungen im Connector 1 und in den D- und T-Loops, als auch eine besonders starke Spaltung 
in der Anticodon-Region, was mit der Koordination von Magnesiumionen übereinstimmt. 
Überraschenderweise tretten auch Spaltungen in den Positionen 40 bis 45 auf. Bemerkenswert ist, 
dass die Spaltung in diesen Positionen bedeutend stärker ausfällt, als auf der gegenüberliegenden 
Seite des Stems. Die drei Nukleotide in dem variablen Loop sind vor der Spaltung mit Bleiionen 
voll geschützt sowohl beim WT als auch bei der Mutante. 
Die vorgestellten Kartierungsdaten dokumentieren, dass sich die Transkripte von tRNAGln-WT 
und -T4336C Mutante in der Struktur nur mäßig unterscheiden und in einer klassischen L-
















4.2.2 Strukturanalyse der humanen mitochondrialen tRNALeu(CUN) 
Die Strukturanalysen der humanen mitochondrialen tRNALeu(CUN) wurden mit dem WT und zwei 





Abbildung 4.9: Struktur von der hum mt tRNALeu(CUN). (A) Konsensus Sequenz nach [Helm et al., 2000]. (B) 
Sekundärstruktur von hum mt tRNALeu(CUN) (die Mutationen sind in orange angegeben). 
 
 
In Abbildung 4.10 ist das Ergebnis der gelelektrophoretischen Trennung der Spaltungsfragmente 
für tRNALeu(CUN) – WT und zwei Mutanten zu sehen. Auch hier unterscheiden sich WT und 
Mutanten in ihren Zugänglichkeiten für verschiedene Nukleasen. Die S1- Signale im WT-
Transkript zeigen eine hohe Zugänglichkeit an Einzelstrang-RNA im variablen Loop, während 
dieser Bereich in der Mutante A12320G teilweise und in der Mutante G12315A vollständig  
geschützt ist. Unterschiedliche Verdauungsmuster in dieser Region sind auch bei T2-RNase 
Verdau zu sehen (Abbildung 4.10 B). Die Positionen A44 bis U48 sind beim WT gut zugänglich, 
bei der A12320G Mutante nur teilweise zugänglich und bei der G12315A Mutante vollständig  
geschützt. Betrachtet man die unterschiedlichen S1-Spaltungsbanden für den Anticodon-Loop, so 
zeigt die Mutante G12315A für die Positionen A35, G36 und G37 Zugänglichkeit für S1, 
wohingegen diese Positionen in dem WT und der A12320G Mutante nicht detektierbar sind. 
Gleiches gilt für den T2-Verdau, aber für die Positionen C32, U33 und A35. Die 
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Spaltungsfragmente von Position A18 für die Nuklease S1 sind bei der Mutante A12320G und 
WT stärker ausgeprägt als bei der G12315A Mutante (Abbildung 4.10 A). Das V1 Verdaumuster 





Abbildung 4.10: : Strukturanalyse von tRNALeu(CUN)-WT, –A12320G und –G12315A Mutanten durch 
Nukleaseverdau. (A) Gelelektrophoretische Auftrennung der mit RNase V1 und Nuklease S1 gespaltenen 
Fragmente.  S1, Nuklease S1-Verdau in Anwesenheit von Spur 1: 10x10-3 U/µl; Spur 2: 7x10-3 U/µl; Spur 3: 5x10-3 
U/µl. V1, RNase V1-Verdau in Anwesenheit von Spur 4: 2,5x10-3 U/µl; Spur 5: 1,25x10-3 U/µl; Spur 6: 6,25x10-4 
U/µl. (B) Gelelektrophoretische Auftrennung der mit RNase T2 gespaltenen Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P 
an dem 5´-Ende radioaktiv markiert. G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L, alkalische 
Hydrolyseleiter; C, Kontrolle (Inkubation ohne Nukleasen); T2, RNase T2-Verdau in Anwesenheit von Spur 1: 0,01 
U/µl; Spur 2: 0,007 U/µl; Spur 3: 0,005 U/µl. (C) Schematische Darstellung der RNase Kartierung. Die 
Farbintensität der Pfeile entspricht den Spaltungsintensitäten. Die schwarzen Punkte zeigen die Unterschiede 
zwischen Nuklease-Spaltungsfragmenten und die Größe der Kreise entspricht Unterschiedsintensitäten. Die Kreise 











        tRNALeu(CUN) - WT                                    tRNALeu(CUN) – G12315A                           tRNALeu(CUN) – A12320G  C 




Zusätzlich wurden Bleispaltungsexperimente durchgeführt (Abbildung 4.11). Das Ergebnis zeigt, 
dass drei Nukleotide im T-Stem, drei im Anticodon-Arm und U48 im variablen Loop bei dem 
WT und bei der G12315A Mutante durch Bleiionen erkannt und geschnitten werden. Die drei 
Reste im T-Stem und zwei Reste im Anticodon-Stem liegen in der Kleeblatt-Struktur gepaart vor 
und hätten theoretisch nicht durch die Blei-Ionen modifiziert werden dürfen. An diesen 
Positionen wurde jedoch keine Spaltung bei der A12320G Mutante detektiert. 
 
      
Abbildung 4.11: Strukturanalyse von der tRNALeu(CUN)-WT, –A12320G und –G12315A Mutanten durch Blei(II)-
induzierter Spaltung. (A) Gelelektrophoretische Auftrennung der Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P radioaktiv 
markiert. G: Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L: alkalische Hydrolyseleiter; C: Kontrolle 
(Inkubation ohne Pb(OAc)2). Spuren 1 bis 4: Blei-Spaltung während 15, 30, 60 und 90 Minuten in Anwesenheit von 
1,2 mM Pb(OAc)2 Lösung. (B) Schematische Darstellung der Pb(II)-induzierten Spaltstellen. Die Farbintensität der 






Mit Hilfe der chemischen und enzymatischen Kartierung konnte gezeigt werden, dass durch 
beide Mutationen eine Strukturänderung bewirkt wird. Durch die G52A Transition im T-Stem 
wird die Tertiärstruktur instabiler, wo hingegen die Transition A57G die tertiäre Interaktionen 
zwischen T- und D-Loop stabilisiert. Diese Aussage wurde durch Untersuchung des 
Schmelzverhaltens der tRNA-Transkripte unterstützt. 
Das Schmelzverhalten der drei tRNAs wurde mittels UV-Spektroskopie (2.14) untersucht. Bei 
den UV-spektroskopischen Untersuchungen macht man es sich zunutze, dass die Absorption 
beim Übergang von gefalteter zur ungefalteter Struktur bei Nukleinsäuren zunimmt. Abbildung 
4.12 und Anhang 2 zeigen die erste Ableitung der Schmelzkurven von unmodifizierten tRNA- 
Transkripten. Die Schmelzkurven von allen drei tRNA-Transkripten wurden in einem 50 mM 
Phosphatpuffer bei pH 7,0 in Anwesenheit von 0.5, 1, 2 mM MgCl2 und ohne MgCl2 vermessen. 
Die Schmelzpunkte, welche durch das Ablesen des Maximums der 1. Ableitung erhalten wurden, 






















WT 1mM M g
A12320G 1mM  M g
G12315A 1mM  Mg
 
Abbildung 4.12: Normalisierte erste Ableitungen der tRNALeu(CUN)-WT (blau), und ihrer Mutanten A12320G (rot) 
und G12315A (grün) in Anwesenheit von 1 mM MgCl2. Die Zahlen entsprechen den Schmelzpunkten. 
 
Der Vergleich der Kurven zeigt einen deutlichen Unterschied in der tRNA-Struktur zwischen 
dem WT und den beiden Mutanten. Sowohl der erste als auch der zweite Übergang liegen bei der 
G12315A Mutante bei niedrigeren Temperaturen (Tm = 35,5 ± 0,5 °C, 52,5 ± 0,5 °C) als bei dem 




56 °C 39,7 °C 
52,5 °C 




0,5 °C). Der zweite Übergang in der Schmelzkurve der A12320G Mutante fällt wesentlich steiler 
aus als bei dem WT und der G12315A Mutante, wo hingegen der erste Übergang wesentlich 
flacher ist als bei dem WT und der G12315A Mutante. 
Die Schmelzpunkterniedrigung der G12315A Mutante und auch der steile Anstieg des ersten 
Überganges sind mit schwach ausgebildeten sekundären bzw. tertiären Strukturen, verursacht 
durch die G52A Transition, zu begründen. Bei der A12320G Mutante entfalten sich die tertiären 
Bindungen langsamer und dadurch verschiebt sich der Tm-Wert des zweiten Übergangs, an dem 
die Sekundärstrukturen schmelzen, um 3 °C. Dieser Befund lässt vermuten, dass die tRNA-
Struktur von der A12320G Mutante durch die A57G Transition kompakter wird als bei dem WT 
und die tRNA-Struktur von der G12315A Mutante durch die G52A Transition instabiler als bei 
dem WT wird. Die Schmelzkurven-Daten stimmen mit den Kartierungsergebnissen überein, die 
bereits auf eine veränderte tRNA-Struktur hinwiesen.      
Die Auswirkung von Magnesiumionen auf das Schmelzverhalten wurde überprüft. Wie im 
Anhang 2 und in der Tabelle 4.2 zu erkennen ist, liegen die Schmelzpunkte der Transkripte in 0,5 
mM MgCl2 (grüne Kurve) und in 1mM MgCl2 (hellblaue Kurve) dicht zusammen und wurden 
um ~2 °C (gegenüber der Schmelzpunkte ohne MgCl2) erhöht. Eine weitere Erhöhung der Mg2+ 
Ionen-Konzentration ergab eine Verschiebung um weitere 5 °C, was auf die Stabilisierung der 
tRNA-Struktur durch Mg2+ Ionen zurückzuführen ist. 
 
A tRNALeu(CUN)-WT    
MgCl2 (mM) 0  0,5  1 2 
37 39,3 39,7 44,3 Tm (±0,5 °C) 
52,5 54,4 53 58,3 
 
B tRNALeu(CUN)-A12320G 
MgCl2 (mM) 0  0,5  1 2 
37 39,3 39,7 44,4 Tm (±0,5 °C) 
52 55,8 56 58,5 
 
C tRNALeu(CUN)-G12315A 
MgCl2 (mM) 0  0,5  1 2 
34,2 35 35,5 40,4 Tm (±0,5 °C) 
52,8 53 52,5 56 
Tabelle 4.2: Vergleich der Schmelztemperaturen von (A) tRNALeu(CUN)-WT, (B) tRNALeu(CUN)-A12320G und (C) 





4.2.3 Strukturanalyse der humanen mitochondrialen tRNASer(UCN) 
Die Strukturanalyse der humanen mt tRNASer(UCN) wurde mit drei unterschiedlichen Transkripten 
durchgeführt, dem WT und zwei Mutanten mit den pathogenen Punktmutationen G7497A bzw. 
T7512C. Humane mt tRNASer(UCN) ist ein Beispiel für eine tRNA mit nicht klassischer Kleeblatt- 




   
Abbildung 4.13: Die Kleeblatt Struktur der hum mt tRNASer(UCN). (A) Konsensus Sequenz nach [Helm et al., 2000]. 




Die Strukturanalyse erfolgte mit 5´- markierten (2.5.3) tRNAs. Die Spaltungsmuster von allen 
drei tRNAs nach T2-, S1- und V1-Kartierung zeigten keine eindeutigen Unterschiede, im 
Gegensatz zu dem T1-Verdau (Abbildung 4.14 A). Die Auswertung der Zugänglichkeit für die 





































Abbildung 4.14: Strukturanalyse von tRNASer(UCN)-WT, sowie ihrer G7497A und T7512C Mutanten durch 
Nukleaseverdau.  (A) Gelelektrophoretische Auftrennung der mit Nukleasen gespaltenen Fragmente. Die tRNAs 
wurden mit 32P an dem 5´-Ende radioaktiv markiert. G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; 
L, alkalische Hydrolyseleiter; C, Kontrolle (Inkubation ohne Nukleasen); Spur T1, RNase T1-Verdau in 
Anwesenheit von 1 U/µl: Spur T2, RNase T2-Verdau in Anwesenheit von 0,025 U/µl; Spur V1, RNase V1-Verdau 
in Anwesenheit von 18 U/µl; Spur S1, Nuklease S1-Verdau in Anwesenheit von 80 U/µl. (B) Schematische 
Darstellung der RNase Kartierung. Die Farbintensität der Pfeile entspricht den Spaltungsintensitäten. Die schwarzen 







Um zusätzlich experimentelle Daten bezüglich der tRNA-Struktur zu erhalten, wurde eine 
Blei(II)-induzierte Spaltung von in vitro Transkripten durchgeführt. Das Verdaumuster ist in   
Abbildung 4.15 angezeigt. Flexible Einzelstrang-RNA-Bereiche sind anfällig für eine Blei(II)-
induzierte Spaltung. Außerdem haben die Bleiionen eine hohe Affinität für die spezifischen 
Magnesium-Bindungsstellen. Die Signale im WT und in den Mutanten sind zum größten Teil der 
identisch.  
Die drei Fragmente, die die Spaltung zwischen C32, U33 und U34 Nukleotide im Anticodon-
Loop beinhalten, zeigen unterschiedliche Auftrennungsmuster bei der G7497 Mutante und dem 
WT bzw. bei der T7512C Mutante. Sie werden bei der G7497A Mutante in ihrer 
gelelektrophoretischen Mobilität verlangsamt. Ebenfalls findet man für D- und T-Loop und die 
variable Region Bereiche, die durch Bleiionen erkannt und spezifisch gespalten werden. Die 
Auswertung der Zugänglichkeit für die Bleiionen erfolgte über Intensitätsvergleich der 













             
      
 
Abbildung 4.15: Strukturanalyse von tRNASer(UCN)-WT, –G7497A und –T7512C Mutanten durch Blei(II)-induzierte 
Spaltung. (A) Gelelektrophoretische Auftrennung der Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P radioaktiv markiert. G: 
Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L: alkalische Hydrolyseleiter; C: Kontrolle (Inkubation 
ohne Pb(OAc)2). Spuren 1, 2: Blei-Spaltung während 30 bzw. 120 Minuten in Anwesenheit von 0,6 mM Pb(OAc)2 
Lösung. (B) Schematische Darstellung der Pb(II)-induzierten Spaltstellen. Die Pfeile zeigen die Spaltstellen und die 




Die genauere Analyse der T1-Kartierung erfolgte mit 5´- (2.5.3) und 3´- markierten (2.5.5) 
tRNAs. Bei dem RNase T1 Verdau (Abbildung 4.16) lassen sich innerhalb des T-Stems sowohl 
in den beiden Mutanten als auch bei dem WT keine Zugänglichkeiten für T1 an den Positionen 
G50 bis G53 und G30/G31 detektieren. Gleich stark zugänglich sind die Positionen G57, G35 
und G18. Man findet für die Mutante G7497A wenige Zugänglichkeiten an G19, G25 bis G27 im 
Gegensatz zu dem WT und der T7512C Mutante, die ziemlich ähnliche Zugänglichkeiten zeigen. 









   
Abbildung 4.16: Strukturanalyse von tRNASer(UCN)-WT, –G7497A  und –T7512C Mutanten durch T1-RNase. (A) 
Gelelektrophoretische Auftrennung der mit Nukleasen gespaltenen Fragmente. Die tRNAs wurden mit 32P an dem 
5´-Ende und (B) an dem 3´-Ende radioaktiv markiert und bei 37 °C 15 min. verdaut. G, Spaltung mit RNase T1 unter 
denaturierenden Bedingungen; L, alkalische Hydrolyseleiter; C1, C2 und C3 Kontrollen (Inkubation ohne 
Nukleasen) von WT, G7497A bzw. T7512C; Spuren 1 – 3, RNase T1-Verdau in Anwesenheit von 0,06 U/µl Enzym 
von WT, G7497A bzw. T7512C; (C) Schematische Darstellung der T1 RNase Kartierung. Die Farbintensität der 
Pfeile entspricht den Spaltungsintensitäten. 
A                                                         B 
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Ein weiterer Unterschied zwischen den Zugänglichkeiten in der Mutante G7497A und dem WT 
ist sowohl in der variablen Region als auch an dem D-Loop zu sehen. Hier sind die Positionen 
G7, G13/G14 und G46/G48 in der G7497A Mutante für T1 besser zugänglich als im WT und in 
der T7512C Mutante. Diese Bereiche sind im Sekundärstrukturmodell der tRNASer(UCN) 
ungepaart, wobei eine tertiäre Strukturausbildung zwischen T- und D-Loops bzw. zwischen 
variabler Region bzw. D-Loop möglich ist.   
 
 
4.3 Temperaturabhängige T1-RNase Kartierung von tRNASer(UCN)  
Um sekundäre Spaltungen ausschließen zu können, erfolgte die Strukturanalyse mit 5´- und 3´- 
markierten tRNA-Transkripten. Die T1 RNase Kartierung wurde bei sechs verschiedenen 
Temperaturen (20, 25, 30, 35, 40 und 45 °C) durchgeführt.  
Betrachtet man die Strukturanalysen der temperaturabhängigen T1 Kartierung, so findet man 
zwei Signale (G35 und G57), die bei allen tRNA-Transkripten gleich gut unter allen Konditionen 
zugänglich sind. G35 befindet sich im Anticodon-Loop, G57 im T-Loop und sind damit für die 
RNase T1 gut zugänglich. Aufgrund dessen wurden alle Daten in Abbildung 4.17 B auf den G35 
Höchstwert normalisiert. 
Wie Abbildung 4.17 zeigt, waren keine wesentlichen Unterschiede bei G30, G31, G35 und G49 
bis G53 beobachtet. In allen anderen Positionen unterscheiden sich die Zugänglichkeiten 
zwischen WT und G7497A Mutante sehr stark und zwischen WT und T7512C Mutante nur 
mäßig. Schon bei 20 °C Kartierung sind in der G7497A Mutante starke Signale für die Positionen 
G7, G13 und G14 zu erkennen, was auf erhöhte Zugänglichkeiten hinweist. Dabei ist 
festzustellen, dass die Signale mit steigender Temperatur sogar noch intensiver werden. Hingegen 
wurde in der Mutante T7512C und WT eine schwache Zugänglichkeit detektiert, die bei 30 °C 
Kartierung steigt und bis zu 45 °C Kartierung unverändert bleibt. Ein weiterer Unterschied 
zwischen den Zugänglichkeiten in den Mutanten und dem WT ist in dem D-Loop – Anticodon-
Loop Übergangsbereich (G25 bis G27) zu sehen, der mit steigender Temperatur bei dem WT und 
der T7512C Mutante noch mehr verstärkt wird, und bei der G7497A Mutante unverändert bleibt. 
Die Positionen G18 und G19 im D-Loop zeigen für alle drei Transkripte bei 20 °C eine schwache 
Zugänglichkeit, die bei der G7497A Mutante bis auf 45 °C unzugänglich bleibt, während bei dem 





°C unverändert bleibt. Diese beiden Gs sind an den klassischen D-/T-Loop Interaktionen 
beteiligt. Die Kartierung-Daten für diese Positionen stimmen mit den Ergebnissen von UV-
Schmelzkurven-Messungen überein. Beim WT und der T7512C Mutante schmelzen diese 
Interaktionen bei 37 °C, dagegen bleiben sie bei der G7497A Mutante bis 45 °C erhalten. 
Die Spaltfragmente im Anticodon-Loop der 5´-markierten G7497A Mutante unterscheiden sich 
vom WT und dem T7512C Mutante, was an verschiedenen Laufeigenschaften der zwei 
Fragmente lag, die in ihrer gelelektrophoretischen Mobilität verlangsamt waren. Es konnte 
allerdings keine Veränderung des Bandenmusters bei 3´-markierten tRNA-Transkripten gefunden 
werden.   














Abbildung 4.17: RNase T1 Kartierung von tRNASer(UCN)-WT, -G7497A und –T7512C in vitro 5´-markierten (A) 
Transkripten bei 20 – 45 °C (G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L, alkalische 
Hydrolyseleiter; C, Kontrolle (Inkubation ohne Nukleasen); Spuren 1-4, RNase T1-Verdau. (B) Chromatographische 
Darstellung der gelelektrophoretischen Auftrennung der 5´-markierten Transkripte. (C) Schematische Darstellung 





























4.4 Temperaturabhängige DEPC Kartierung von tRNASer(UCN) 
Um die Beteiligung von Adeninbasen an tertiären Wechselwirkungen zu untersuchen, wurden  
DEPC Modifizierungsexperimente unter denaturierenden (1 mM EDTA, 60 °C), semi- 
denaturierenden (1 mM EDTA, 20, 25, 30, 35, 40, 45 °C) und nativen Bedingungen (10 mM 
MgCl2, 20, 25, 30, 35, 40, 45 °C) durchgeführt. Unter nativen Bedingungen kann aufgrund der 
Anwesenheit von Magnesiumionen, im Gegensatz zu semidenaturierenden Bedingungen, die 
RNA ihre vollständig gefaltete Tertiärstruktur einnehmen und einzelne Positionen sind dann für 
den Angriff des DEPC nicht mehr zugänglich. Abbildung 4.18 zeigt die durch 
Diethylpyrocarbonat hervorgerufenen Modifizierungsmuster der tRNASer-WT und den beiden 
Mutanten bei drei verschiedenen Temperaturen (25, 35 und 45 °C). 
Wie die Abbildung 4.18 D zeigt, werden alle Adeninreste unter denaturierenden Bedingungen 
durch DEPC modifiziert und durch Anilin an diesen Stellen gespalten, was darauf hindeutet, dass 
bei 60 °C die tRNA-Moleküle in denaturierter Form vorliegen.  
Bei Anwesenheit (native) oder Abwesenheit (semi-denaturierend) von Mg2+-Ionen werden die 
Adeninreste im Anticodon-Loop von DEPC erkannt und modifiziert. Unter nativen Bedingungen 
ist die Reaktivität von A58 innerhalb des T-Loop gegenüber DEPC unter 40 °C Kartierung 
verringert. Da unter diesen Bedingungen auch die tertiären Strukturen der tRNAs ausgebildet 
werden, kann die reduzierte Reaktivität mit der Stapelung von A58 mit U54 auf das G53-C61 






Abbildung 4.18: DEPC Kartierung von tRNASer(UCN)-WT, -G7497A und –T7512C in vitro 5´-markierten 
Transkripten bei 25 °C (A), 35 °C (B),  45 °C (C)  und 60 °C (D)  (G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden 
Bedingungen; L, alkalische Hydrolyseleiter; C, Kontrolle (Inkubation ohne Nukleasen); N, native; SD, semi-
denaturierende; D, denaturierende Bedingungen; Spuren 1-3,  DEPC-Markierung für 50, 150 und 180 min. für (A) 
und 10, 20 und 25 min. für (B). Die Guanosinreste sind an der linken und Adenosinreste an der rechten Seite des 
Gels angegeben. (E) Schematische Darstellung der DEPC Kartierung von 5´-markierten Transkripten. Die 
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Ein starker Einfluss von pathogenen Mutationen ist an der Position A23 zu erkennen, an der eine 
hohe Zugänglichkeit bei der G7497A Mutante bei 45 °C gezeigt werden konnte, aber keine 
Reaktivität bei dem WT und der T7512C Mutante. Dies deutet darauf hin, dass der D-Stem bei 
der G7497A Mutante unter den Reaktionsbedingungen bei 45 °C schon denaturiert vorliegt. Der 
Adeninrest in Position 41 ist bei allen drei Transkripten erst bei 45 °C und nur unter 
semidenaturierenden Bedingungen reaktiv, was auf einen wenig strukturierten Zustand des 
Anticodon-Stems hinweist. Alle anderen Adeninreste werden durch Basenstapelung geschützt. 
Obwohl die Position N7 von Adenosin nicht an der Ausbildung konventioneller Watson-Crick-
Basenpaare beteiligt ist, ist ihre Reaktivität gegenüber DEPC bei der Basenstapelung 
empfindlich. 
 
Weitere Hinweise für eine kompaktere Struktur der G7497A Mutante wurden durch native 
Gelelektrophorese (2.6.3) erhalten. Ein Gel-Shift der Mutante bestätigt die Vermutung, dass die 
C?U Transition zu einer Strukturänderung bei der G7497A Mutante führt, wohingegen die 
Transition A?G bei der T7512C Mutante keinen solchen Einfluss zu haben scheint (Abbildung 
4.19). Die in vitro Transkripte der G7497A Mutante legen eine längere Strecke zurück, als die 
des WTs und der T7512C Mutante. In vitro Transkripte, die mit Hilfe eines Ribozymes erzeugt 
werden, unterscheiden sich von den nativen tRNAs an dem 5´-Ende durch das Fehlen einer 
Phosphatgruppe. Um den Einfluss der Phosphatgruppen am 5´-Ende der Transkripte bei dem Gel-
Shift auszuschließen, wurden die Transkripte an dem 5´-Ende phosphoryliert und mit nicht 
phosphorylierten Transkripten auf Mobilität in einem nativen Gel überprüft. Die negativen 
Gruppen des Phosphats zeigen eine Auswirkung auf die Mobilität, aber keinen Einfluss auf den 
Gel-Shift der G7497A Mutante. Ähnliche Ergebnisse wurden bei nativen tRNAs aus gesunden 





Abbildung 4.19: Native Gelelektrophorese 
von Transkripten von tRNASer(UCN)-WT und –
G7497A Mutante. IVT, in vitro Transkript. 






Da die Kartierungsdaten von WT und T7512C Mutante nur wenig differieren, kann davon 
ausgegangen werden, dass die beiden Transkripte unter nativen Bedingungen ähnliche Strukturen 




4.5 Strukturanalyse von tRNASer(UCN)-WT und –G7497A Mutante 
mittels UV-Schmelzkurven-Messungen 
Aufgrund der bereits gezeigten Strukturunterschiede bei tRNASer(UCN)-WT und der -G7497A 
Mutante sollte geklärt werden, ob mittels UV-Schmelzkurvenanalyse auch auf dieser Ebene 
Unterschiede zu erkennen sind. Die Messung von Schmelzkurven ist eine einfache Methode, die 
die Untersuchung der thermodynamischen Stabilität und der Konformationsänderungen von 
Nukleinsäuren während des Übergangs von einem nativen zu einem denaturierten Zustand 
ermöglicht. Durch das Auflösen der tertiären Wechselwirkungen zwischen tRNA Strukturteilen 
und Basenstapelungen innerhalb des tRNA-Moleküls kommt es bei der Entfaltung zu einer 
Zunahme der Absorption, der so genannten Hyperchromizität. 
Das Schmelzverhalten der beiden tRNAs wurde mittels UV-Spektroskopie (2.14) untersucht. Die 
Abbildung 4.20 zeigt Schmelzkurven der unmodifizierten tRNA Transkripte und deren erste 
Ableitung. Alle tRNAs wurden in einem 50 mM Phosphatpuffer bei pH 7,0 in Ab- und 
Anwesenheit von 1 mM MgCl2 vermessen. Die Schmelzkurven wurden in einem 
Temperaturbereich von 20 °C bis 90 °C mit einer Heizrate 0,5 °C/min aufgenommen. Zu 
erkennen ist der typische sigmoidale Verlauf der Schmelzkurve. Beim WT sind zwei ineinander 
übergehende sigmoidale Kurven zu sehen, die jeweils für einen Schmelzpunkt stehen 
(biphasische Schmelzkurve). Bei der Mutante ist nur eine sigmoidale Kurve zu erkennen 
(monophasische Schmelzkurve). Anhand der sekundären und tertiären Strukturen kann 
nachvollzogen werden, wie das Aufschmelzen der Transkripte abläuft. Die Denaturierung des 
WT Transkripts beginnt mit dem Auflösen der tertiären Wechselwirkungen zwischen D- und T-
Loop, wodurch der erste Übergang zustande kommt. Ausgehend von der Sekundärstruktur 
beginnt die Denaturierung des D-Stems gefolgt von den Sekundärstrukturelementen im T-Stem. 
Das Auflösen sämtlicher Basenpaarungen in den Anticodon- und Akzeptor-Stämmen bewirkt 
dann den zweiten Übergang. Bei der Mutante ist nur ein Übergang zu beobachten, was bedeutet, 




dass die Tertiär- und die Sekundärstruktur gleichzeitig zerstört werden. Die Schmelzpunkte für 
das Schmelzen der Transkripte, welche durch Ablesen des Maximums der ersten Ableitung 
erhalten wurden, betragen Tm1 = 33,2 °C (± 0,2 °C), Tm2 = 59,3 °C (± 0,2 °C) für den WT und 
Tm = 51,6 °C (± 0,2 °C) für die G7497A Mutante ohne MgCl2 und Tm1 = 36,0 °C (± 0,2 °C), 
Tm2 = 62,8 °C (± 0,2 °C) für dem WT und Tm = 56,5 °C (± 0,2 °C) für die G7497A Mutante. 
Dabei steht Tm1 für die Denaturierungstemperatur am ersten und Tm2  am zweiten Übergang. Der 
Vergleich der Kurven zeigt einen deutlichen Unterschied in der tRNA Struktur. Offenbar ist ein 
gewisser Strukturanteil der tRNASer(UCN)-G7497A noch stärker gefaltet, so dass die Struktur 
dadurch noch stärker stabilisiert ist. 
Divalente Kationen können die Stabilität der nativen RNA-Struktur erhöhen. Mg2+ oder Ca2+ 
stabilisieren die Doppelhelixkonformation durch unspezifische Wechselwirkungen mit den 
Phosphorsäurediesterbindungen. Wie die Kurven mit 1 mM Mg2+ Ionen (1b und 2b) erkennen 
lassen, beeinflussen die Mg2+ Ionen das Schmelzverhalten der tRNAs. Die Schmelzpunkte der 
tRNAs wurden durch Zugabe der 1 mM MgCl2 um 3 °C bei WT und um 5 °C bei der Mutante 
erhöht. Das ist ein deutlicher Effekt der Stabilisierung der tRNA-Struktur durch Mg2+ Ionen. Mit 
zunehmender Magnesiumkonzentration kam es zu keiner weiteren Verschiebung des Tm-Wertes 





































rt tRNASer(UCN)-WT ohne M g tRNASer(UCN)-WT 1mM  M g

















rt tRNASer(UCN)-WT ohne M g tRNASer(UCN)-WT 1mM  M g
tRNASer(UCN)-G7497A ohne M g tRNASer(UCN)-G7497A 1mM  M g
 
Abbildung 4.20: Normalisierte UV-Schmelzkurven (A) und deren ersten Ableitungen (B) von tRNASer(UCN)-WT und 
-G7497A Mutante ohne MgCl2 (WT,  Tm1 = 33,2 °C und Tm2 = 59,3 °C; G7497A, Tm = 51,6 °C ) und mit 1 mM 
MgCl2 (WT + 1mM MgCl2, Tm1 = 36,0 °C und Tm2 = 62,8 °C; G7497A + 1mM MgCl2, Tm = 56,5 °C). 
Hyperchromizität beträgt etwa: WT, 18 %; WT + 1mM MgCl2, 19 %; G7497A, 15,5 % und G7497A + 1mM 
MgCl2, 18,3 %. 
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Die Faltung von RNA-Molekülen ist ein sehr komplizierter Prozess, in dem die Abstoßungskraft 
der negativen Ladungen des Polyphosphat-Rückgrates durch die Bindung von mono- und/oder 
divalenten Metallionen kompensiert wird. Die Metallionen stabilisieren dabei die native tertiäre 
Struktur. Um den Effekt der Na+-Konzentration auf die Stabilität der Struktur der tRNA zu 
untersuchen, wurde die Änderung der Schmelztemperatur in Gegenwart von 100 mM NaCl-
Konzentration gemessen. Natrium-Ionen haben gewöhnlich einen stabilisierenden Effekt auf die 
Struktur der Nukleinsäuren und der Tm steigt mit zunehmender Na+-Konzentration [Puglisi and 
Tinoco, 1989]. Es wurde bereits eine Erhöhung der Tm-Werte durch Zugabe von 1 mM MgCl2 
um 3 °C bei WT und 5 °C bei der Mutante beobachtet. Die Zugabe von 100 mM NaCl erhöhte 
die Tm-Werte sowohl bei dem WT als auch bei der Mutante um weitere 5 °C (Tabelle 4.3). 
 
 
 Ohne Mg2+ und Na+ Ionen 1 mM MgCl2 1mM MgCl2 + 100 mM NaCl 
33,2 36,0 41,0 
59,3 62,8 66,0 
WT            Tm1   (± 0,2 °C)  
                   Tm2   (± 0,2 °C) 
Hyperchromizität (%) 18,0 19,0 18,8 
51,6 56,5 61,0 G7497A     Tm     (± 0,2 °C) 
Hyperchromizität (%) 15,5 18,3 16,3 
Tabelle 4.3: Übersicht der Schmelztemperaturen der tRNASer(UCN)-WT und G7497A Mutante in Abhängigkeit von 









































rt tRNASer(UCN)-WT 1mM  M gCl2 100 mM  NaCl






















rt tRNASer(UCN)-WT 1mM  M gCl2 100 mM  NaCl
tRNASer(UCN)-G7497A 1mM  M gCl2 100 mM  NaCl
 
Abbildung 4.21: Normalisierte UV-Schmelzkurven (A) und deren erste Ableitungen (B) von tRNASer(UCN)-WT und -
G7497A Mutante bei 1 mM MgCl2 und 100 mM NaCl (Tm1 = 41,0 °C und Tm2 = 66,0 °C für WT; Tm = 61,0 °C für 



























Um die Bildung von tRNA-Dimeren auszuschließen, wurde die Schmelzkurvenanalyse bei 
verschiedenen Konzentrationen an tRNAs durchgeführt [Wittenhagen and Kelley, 2002]. 
Beide Kurven (Abbildung 4.22); für OD260 = 0,4 und für OD260 = 1,6  lassen sich gut überlagern 
Auch liegen die Schmelzpunkte in beiden Fällen bei gleichen Werten. Damit ist die Tm  





























tRNASer(UCN)-WT OD 0,4 tRNASer(UCN)-WT OD 1,6
tRNASer(UCN)-G7497A OD 0,4 tRNASer(UCN)-G7497A OD 1,6
 
Abbildung 4.22:  Normalisierte 1. Ableitung der tRNASer(UCN)-WT und -G7497A Mutante für OD260 = 0,4 (blau 













4.6 Untersuchung der Struktur von tRNASer(UCN)-Derivaten mittels 
temperaturabhängiger  PAGE unter nicht denaturierenden 
Bedingungen 
Vergleiche der tRNASer(UCN)-Sequenz von Menschen und Menschenaffen ergaben hohe 
Homologien. So sind humane und Gorilla Sequenz zu 97 % und humane und Orang-Utan 





















   
  1 8 10   22 26 27 32 39 44 49   61 66 73  
Homo 
sapiens GAAAAAG T CATG GAGGC CATG GG GTTGG CTTGAAA CCAGC TTTG GGGGG TTCGATT CCTTC CTTTTTT G 
Mensch 
Gorilla 
gorilla GAAAAAG T CATG AAGGT CATG GG GTTGG CTTGAAA CCAGC TTTG GGGGG TTCGATT CCTTC CTTTTTT G 
Gorilla 
Pan 
paniscus GAAAAAG T CATG GGGGT CATG GG GTTGG CTTGAAA CCAGC TTTA GGGGG TTCGATT CCTTC CTTTTTT G 
Zwergschimpanse
Pan 




pygmaeus GAAAAAG T CATG GGGGT TATG GG GTTGG CTTGAAA CCAGC TTTA GGAGG TTCGATT CCTTC CTTTTTT G 
Orang-Utan 
Hylobates 
lar GAAAAAG T CATA GAGGT TATG GG GCTGG CTTGAAA CCAGT TTTA GGGGG TTCGATT CCTTC CTTTTTT G 
Weißhandgibbon 
Papio 
hamadryas GAAAAAG T TATA GGGGC TATA AG GCTGG CTTGAAA CCAGT TTTA GGGGG TTCGACT CCCTC CTTTTTC   
Mantelpavian 
Tabelle 4.4: Sequenzalignment von tRNASer(UCN) von Primaten.  
 
 
Die pathogene Base U22 kommt in mitochondrialer tRNASer(UCN) bei anderen Primaten vor (auch 
bei Menschenaffen, wie z.B. in der Orang Utan Familie), die vollständig funktionsfähige mt 
tRNAs sind. Eine Erklärung dafür könnte eine Kompensation der Struktur durch vier zusätzliche 
Transitionen sein; G46A im variablen Loop, A15G, C20U im D-Loop und G51A im T-Stem. 
Mittels einer Gel-Shift-Untersuchung konnte die Kompensation der Struktur geklärt werden. 
Dafür wurden Transkripte von humaner tRNASer(UCN)-WT, von der pathogenen G7497A Mutante, 
von zwei Chimären, die zusätzlich zu dem pathogenen G22U noch G46A bzw. A15G + C20U 
Transitionen tragen, und vom WT Orang Utan am 5´-Ende radioaktiv markiert (2.5.3). Das Gel-
Shiftexperiment wurde bei zwei verschiedenen Temperaturen (25 °C und 40 °C) durchgeführt. 
Die Ergebnisse sind in der Abbildung 4.23 dargestellt. Wie zu erkennen ist, führt eine zusätzliche 
Transition G46A im variablen Loop zu einer längeren Laufstrecke, was darauf hindeutet, dass die 




Struktur dadurch noch kompakter wird. Dies ist ein Hinweis auf die Beteiligung von G46 an 
tertiären Wechselwirkungen und somit scheidet G46 als Kandidat für eine Kompensation aus. 
Die Vermutung über die Kompensation der Struktur über zusätzlichen Basenaustausch wurde 
durch das Einführen von zwei weiteren Mutationen im D-Loop A15G und C20U bestätigt. Die 
Banden von Orang-Utan WT und Chimäre2 laufen dieselbe Strecke wie die humane WT tRNA. 
Alle Spuren präsentieren eine zusätzliche Bande, die auf eine zweite Konformation hindeutet. 
Die zweite Bande legt bei allen Transkripten bei 25°C dieselbe Strecke zurück, die sich, außer 
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4.7 Temperaturabhängige Modifikation von tRNASer(UCN)-Transkripten 
mit mt S-100 Extrakt 
Die Modifikationseffizienzen von tRNASer(UCN)-WT und G7497A Mutante wurden bei 
verschiedenen Temperaturen verglichen. In Abbildung 4.24 sind Modifikationskinetiken von 
Transkripten bei drei verschiedenen Temperaturen dargestellt. Die mit [α-32P]-NTPs in vitro 
synthetisierten humanen mitochondrialen tRNASer(UCN) Transkripte (2.5.2) wurden mit 3 µl mt S-
100 Extrakt (4,3 µg/µl) in einem einfachen M8 Puffer (2.2) 0, 20, 40, 60 und 120 min bei 37 und 
45 °C bzw. mit 9 µl mt S-100 Extrakt bei 20 °C inkubiert. Die Aktivität des Extraktes bezüglich 
der Pseudouridinylierung ist bei 37 °C optimal, und bei 20 °C stark und bei 45 °C leicht 
herabgesetzt. Um dasselbe Modifikationsniveau zu erreichen, war bei 20 °C im Vergleich zu 37 
°C eine dreifache Konzentration an Enzym notwendig. 
Die Auswirkung der Mutation auf die Modifikationseffizienz ist bei allen Konditionen deutlich 
zu erkennen. Die Aktivität des Pus4 Enzymes ist bei der Mutante um 30 % herabgesetzt. Die 
Modifikationsniveau beträgt bei 20 °C und 37 °C beim WT 0,9 Ψ mol/mol tRNA und 0,7 Ψ 
mol/mol tRNA bei der Mutante. Die Ergebnisse der Modifikation bei 37 °C stimmen mit den 
Ergebnissen von Einzelmutationen (Abbildung 4.4) überein. Bei 45 °C sind es 0,7 Ψ mol/mol 
tRNA für den WT und 0,5 Ψ mol/mol tRNA für die Mutante. Durch temperaturabhängige 
Experimente der Enzymkinetiken konnte gezeigt werden, dass die G7497A Mutante ein 
schlechteres Substrat für die Pseudouridin-Synthasen darstellt. Die Aktivität des Enzymes kann 
durch ein GU-Basenpaar am Ende der Helix des D-Armes entscheident verringert werden. Man 
nimmt an, dass für eine optimale Funktion des Enzyms der D-Stem eine normale helikale 
Struktur ausbilden muss, die ihrerseits die Bildung der tertiären Struktur der tRNA beeinflusst.  
 










































































Abbildung 4.24: Temperaturabhängige Modifikationskinetiken mit mt S-100 Extrakt. (A) bei 20 °C, (B) bei 37 °C 






























4.8 Modifikation der tRNASer(UCN)-Transkripte mit rekombinanten 
Pus4p (YNL292w) und Pus1p (YPL212C) Enzymen aus 
Saccharomyces cerevisiae 
Auch die Modifikation mit der Pseudouridin-Synthase 4 (Pus4), die den Uridinrest in der Position 
55 zu Ψ modifiziert, konnte analog zu dem mitochondrialen Extrakt benutzt werden. In der 
Literatur finden sich zahlreiche Untersuchungen, die sich mit dem Mechanismus der Erkennung 
der tRNA-Elemente durch das Pseudouridin Synthase 4 aus Saccharomyces cerevisiae (scPus4p) 
auseinandersetzen ([Becker et al., 1997]). Die Pseudouridin Synthase 1 (Pus1) von 
Saccharomyces cerevisiae (scPus1p) zeigt katalytische Aktivität in sieben Positionen von tRNAs, 
wozu sowohl U28 als auch U29 gehören. In der humanen mt tRNASer(UCN) liegt die U28 
normalerweise nicht modifiziert vor, lässt sich aber mit Pus1 aus S.cerevisiae modifizieren. 
Für die Modifikationsexperimente war es erforderlich, die Hefe Pus4 und Pus1 Enzyme 
rekombinant herzustellen und chromatographisch aufzureinigen. Nach der Induktion der 
Proteinexpression erschien bei einem Molekulargewicht von etwa 50,000 Da für Pus4 bzw. 
60,000 Da für Pus1 unter denaturierenden SDS-Gelelektrophoresebedingungen eine Bande 
(Abbildung 4.25). Diese Größen stimmen mit dem Molekulargewicht für die Hefe Pus4 (47,4 
kDa [Becker et al., 1997]) und Pus1 (63 kDa [Arluison et al., 1998]) aus der Literatur überein. 
Die Aufreinigung erfolgte nach Extraktion des Proteins über eine HisTrap-HP-Affinitätssäule, 
und wurde anschließend dialysiert. Deshalb wurde anschließend eine Dialyse durchgeführt. 
Hierdurch wurden homogene Proteine erhalten. Die Überproduktion der Proteine führte zu 
Aggregatbildungen, so dass nicht die gesamten rekombinanten Proteine in der Lösung aktiv 
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Abbildung 4.25: Aufreinigung rekombinanter Hefe Pus1 (A) und Pus4 (B) Proteine mittels HisTrap HP Säule 
(oben) und SDS-PAGE (unten). M, Größenmarker. Die Proteingrößen des Markers sind links angegeben. Die 
Spurenzahlen entsprechen den Zahlen des Fraktionssammlers bei der Chromatographie. Details der Trennung sind 




Die mit [α-32P]-NTPs in vitro synthetisierten hum mt tRNASer(UCN) Transkripte (2.5.2) wurden mit 
verschiedenen Konzentrationen an Pus1 bzw. Pus4 Enzymen in einem einfachen Pus-MOD 
Puffer (2.2) 120 min bei 37 °C inkubiert.  
Der WT wird von beiden Pseudouridin-Synthasen zu einem höheren Prozentsatz modifiziert wie 
die Mutante. Für die Modifizierung mit Pus4 an U55 Position erreichten sowohl WT als auch 
Mutante das Sättigungsplateau bei einer Enzymkonzentration von 0,2 µM. Bei der Modifizierung 
mit Pus1 an U28/29 wurde das Plateau von der WT tRNA bereits bei einer Pus1-Konzentration 





















































Abbildung 4.26: Modifikation der tRNASer(UCN)-Transkripte (400000 cpm/Ansatz) mit verschiedenen 




Der Vergleich von Enzymkinetiken mit in vitro synthetisierten tRNA-Transkripten zeigt also, 
dass die C22U Mutation einen starken Einfluss auf die Erkennung sowohl durch humane 








4.9 UV-Schmelzkurven von modifizierten Transkripten 
Durch Schmelzkurvenanalyse sollte untersucht werden, ob die Schmelztemperatur und dadurch 
die Stabilität der tRNAs durch das Vorhandensein von Modifikationen beeinträchtigt wird. Dafür 
wurden die einzelnen tRNAs in vitro transkribiert (2.5.2) und mittels denaturierender PAGE 
(2.6.2) aufgereinigt. Nach der Modifikation der tRNAs mit den entsprechenden Enzymen (2.16) 
wurden die Ansätze nochmals über denaturierende PAGE (2.6.2) aufgereinigt. Die Werte der 
Modifikationsraten wurden mit Hilfe von BODIPY-markierten Nukleotiden mittels 
Kapillarelektrophorese erhalten, die in Kooperation mit der Arbeitsgruppe von Dr. Lyko im 
DKFZ (Deutsches Krebsforschungszentrum) durchgeführt wurde (Tabelle 4.5).  
 
Modifikation Pus4 Pus1 Pus4 + Pus1 
WT (mol Ψ / mol tRNA) 0,7 1,25 1,5 
G7497A (mol Ψ / mol tRNA) 0,7 1,0 1,25 
Tabelle 4.5: Zusammenfassung der Ergebnisse der Kapillarelektrophorese. 
 
 
Die Abbildung 4.27 A und B enthält die Ergebnisse für das Schmelzen von tRNASer(UCN)-WT und 
C und D für die G7497A Mutante. In den Schmelzkurven des WTs sind, wie im Abschnitt 4.5, 
auch zwei Übergänge zu sehen, während die Mutante nur einen aufweist. Von der ersten 
Ableitung lassen sich die Tm-Werte ablesen; dabei stehen Tm1 für die Denaturierungstemperatur 
am ersten und Tm2  am zweiten Übergang (Tabelle 4.6).  
 
Modifikation nicht modifiziert Pus4 Pus1 Pus4 + Pus1 
 1mM MgCl2 1mM MgCl2 1mM MgCl2 1mM MgCl2 
  100mM NaCl  100mM NaCl  100mM NaCl  100mM NaCl 
37,6 41,0 37,6 42,6 37,6 49,2 38,9 50,4 
63,7 66,2 62,8 66,8 61,2 67,8 62,8 68,4 
WT      Tm1   (± 0,2 °C)  
 
             Tm2   (± 0,2 °C) 
 
Hyperchromizität (%) 19,5 18,8 19,2 18,7 18,9 16,9 18,2 15,7 
56,9 61,0 54,7 60,8 58,0 63,4 56,9 61,2 G7497A Tm  (± 0,2 °C) 
 
Hyperchromizität (%) 17,7 16,3 19,4 18,3 17,6 16,0 19,4 17,5 
Tabelle 4.6: Übersicht der Schmelztemperaturen der tRNASer(UCN)-WT und -G7497A Mutante in Abhängigkeit von 
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rt tRNASer(UCN)-WT nicht modif iziert tRNASer(UCN)-WT PUS4
tRNASer(UCN)-WT PUS1 tRNASer(UCN)-WT PUS4 + PUS1
 
 
Abbildung 4.27: Vergleich der Schmelzkurven (A, C) und deren 1. Ableitung  (B, D) von tRNASer(UCN)-WT (A, B) 
und -G7497A Mutante (C, D) in Abhängigkeit von den Modifikationen. WT unmod, nicht modifiziertes WT 
Transkript (Tm1 = 37,6 °C, Tm2 = 63,7 °C); WT/Pus1, WT modifiziert mit Pus1 (Tm1 = 37,6 °C, Tm2 = 61,2 °C); 
WT/Pus4, WT modifiziert mit Pus4 (Tm1 = 37,6 °C, Tm2 = 54,7 °C); WT/Pus1/Pus4, WT modifiziert mit Pus1und 
Pus4 (Tm1 = 38,9 °C, Tm2 = 62,8 °C); G7497A unmod, nicht modifiziertes G7497A Transkript (Tm = 56,9 °C); 
G7497A/Pus1, G7497A modifiziert mit Pus1 (Tm1 = 58,0 °C); G7497A/Pus4, G7497A modifiziert mit Pus4 (Tm1 = 
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Um den Effekt der Na+-Konzentration auf die Stabilität der Struktur der modifizierten tRNAs zu 
untersuchen, wurde die Änderung der Schmelztemperatur in Abhängigkeit von 100 mM NaCl-
Konzentration gemessen. Die negativ geladenen Phosphatrückgrate der Nukleinsäuren stoßen 
sich gegenseitig ab und führen somit zu einer Destabilisierung der Doppelhelix; man erhält damit 
die Erhöhung des Tm–Wertes [Puglisi and Tinoco, 1989]. Es wurde tatsächlich eine Erhöhung der 
Tm-Werte durch Zugabe von 100 mM NaCl beobachtet. Bei den nicht modifizierten tRNAs, 
sowohl bei dem WT als auch bei der Mutante, wurde die Tm um 3 bis 4 °C erhöht. Bei den mit 
Pus4 modifizierten Transkripten wurde sie um 5 bis 6 °C erhöht. Die Transkripte, die mit Pus1 
oder beiden Enzymen modifiziert waren, zeigten eine Erhöhung des Tm-Wertes um 12 °C für den 
ersten Übergang beim WT und 5 bis 6 °C für den zweiten Übergang. Die Mutante zeigte ebenso 
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Abbildung 4.28: Vergleich der Schmelzkurven (A, C) und deren 1. Ableitung  (B, D) von tRNASer(UCN)-WT (A, B) 
und-G7497A Mutante (C, D)  in Abhängigkeit von den Modifikationen bei der Anwesenheit von 1 mM MgCl2 und 
100 mM NaCl. WT unmod, nicht modifiziertes WT Transkript (Tm1 = 41,0 °C, Tm2 = 66,2 °C); WT/Pus1, WT 
modifiziert mit Pus1 (Tm1 = 42,6 °C, Tm2 = 66,8 °C); WT/Pus4, WT modifiziert mit Pus4 (Tm1 = 49,2 °C, Tm2 = 67,8 
°C); WT/Pus1/Pus4, WT modifiziert mit Pus1 und Pus4 (Tm1 = 50,4 °C, Tm2 = 68,4 °C); G7497A unmod, nicht 
modifiziertes G7497A Transkript (Tm = 61,0 °C); G7497A/Pus1, G7497A modifiziert mit Pus1 (Tm1 = 60,8 °C); 
G7497A/Pus4, G7497A modifiziert mit Pus4 (Tm1 = 63,4 °C); G7497A/Pus1/Pus4, G7497A modifiziert mit 
Pus1und Pus4 (Tm1 = 61,2 °C). 
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Ausgehend von diesen Beobachtungen sollte im nächsten Schritt untersucht werden, ob die 
Modifikationen der tRNASer(UCN) einen Einfluss auf das Laufverhalten in nativen Gelen zeigen. 
Die Northern-Blot-Analysen der nativen tRNASer(UCN) aus Osteosarcoma Zellen und in vitro 
Transkripten wurden durchgeführt. Die Sonde erzeugt sowohl bei den Transkripten als auch bei 
den nativen tRNAs Hybridisierungssignale (Abbildung 4.29). Bei der nativen tRNA der Mutante 
tritt nur eine Produktbande auf und legt eine längere Laufstrecke zurück. Beim WT treten zwei 
Produktbanden auf, die einen modifizierten und einen nicht modifizierten Zustand der tRNA 
beschreiben. Die zwei Banden bei den Transkripten der Mutante, die mit Pus1 bzw. mit Pus1 und 






Abbildung 4.29: Untersuchung der tRNASer(UCN)-Struktur mittels PAGE unter nativen Bedingungen. IVT, in vitro  
Transkript. Pus1, rekombinante Pseudouridin-tRNA-Synthase 1 aus Hefe. Pus4, rekombinante Pseudouridin-tRNA-
Synthase 4 aus Hefe. 143B, tRNASer(UCN)-WT nativ; 7497#2, G7497A Mutante nativ. 
 
 
Die native PAGE zeigte mit den Schmelzkurvenanalysen vergleichbare Ergebnisse. Die Struktur 
der WT tRNA wird durch Modifikationen nicht stark beeinflusst, während bei der Mutante die 









4.10 Enzymatische Kartierung der modifizierten Transkripte 
Für die Strukturanalyse wurden die in vitro Transkripte preparativ mit rekombinanten Enzymen 
modifiziert (2.13) und an dem 5´-Ende mit [α-32P]-γATP markiert (2.5.3).  
Die enzymatische Kartierung der modifizierten Transkripte ergab im Verdaumuster zwischen den 
nicht modifizierten und mit rekombinanten Enzymen modifizierten Transkripten keinen 




Abbildung 4.30: Enzymatische Kartierung der modifizierten Transkripte. Gelelektrophoretische Auftrennung der 
mit RNase T1 (A) und Nuklease S1 (B) gespaltenen Fragmente. (C) Natives Gel von 5´-markierten in vitro 
Transkripten. IVT, in vitro Transkript. Pus1, rekombinante Pseudouridin-tRNA-Synthase 1 aus Hefe. Pus4, 




















































Mitochondriale Myopathien sind Erkrankungen mit einer Phänotypvielfalt, die durch strukturelle 
und funktionelle Störungen der Mitochondrien bedingt ist. Die Biochemie der Mitochondrien ist 
sehr komplex; sie reicht von dem Krebszyklus bis zu der oxidativen Phosphorylierung 
(OXPHOS). Die Pathophysiologie mitochondrialer Erkrankungen entsteht durch einen steigenden 
Funktionsverlust und durch den Tod der von Mutationen betroffenen Zellen. Im Zentrum steht 
dabei die Störung des OXPHOS-Systems und der damit verbundene Energieverlust, doch auch 
andere Faktoren wie erhöhter oxidativer Stress und ein reduzierter oder fehlerhafter Umsatz an 
mitochondrialen Proteinen tragen ebenfalls zum Krankheitsbild bei [Hao et al., 2002]. Die 
Ursache von mitochondrialen Funktionsstörungen können Defekte in nukleären oder 
mitochondrialen Genen sein. Heute sind neben mehr als 100 Deletionen, Duplikationen und 
Insertionen mehr als 80 verschiedene Punktmutationen im humanen mitochondrialen Genom 
beschrieben [Florentz et al., 2003]. Ein Großteil dieser Mutationen liegt in den Genen, die für  
tRNA-Moleküle kodieren, und der Einfluss der tRNA Struktur auf die Pathogenität wurde bereits 
mehrfach beschrieben [Wittenhagen and Kelley, 2003] [Sohm et al., 2003] [Wittenhagen and 
Kelley, 2003]. 
Die schnelle Zunahme der Kenntnisse über das menschliche Erbgut durch eine Vielzahl an neu 
entdeckten Gendefekten sowie deren Entstehungsmechanismen können zu neuen Diagnose- und 
Therapie-Verfahren von menschlichen Erkrankungen führen. 
Die Stabilität der tRNA-Architektur hängt von tertiären Interaktionen zwischen der sogenannten 
„Core“-Region der tRNA ab [Giege et al., 1993] [Dirheimer et al., 1995]. Interaktionen zwischen 
tRNA und Ribosom verlangen eine ähnliche Struktur von allen tRNAs. Die einzelnen 
enzymatischen tRNA-Interaktionspartner, wie z.B. Aminoacylsynthetasen, benötigen jedoch 
feine Unterschiede in tRNAs für die korrekte Erkennung. Auch bei der posttranskriptionellen 
Modifikation von tRNAs spielt die Architektur der tRNA eine große Rolle [Grosjean et al., 1996] 
[Helm, 2006]. Die Modifikation einzelner Nukleoside in tRNAs stellt einen wichtigen Vorgang 
während der tRNA-Reifung in vivo dar. Das Fehlen von Modifikationen in tRNAs wirkt sich je 
nach tRNA-Spezies unterschiedlich aus. Die Struktur und Stabilität von tRNAs können durch 
Modifikationen beeinflusst werden. 
Die Struktur der klassischen tRNAs ist in allen drei Reichen (Archaea, Eubakteria und Eukarya) 
hoch konserviert. Obwohl mitochondriale tRNAs zumeist eine kompakte kleeblattförmige 




Struktur besitzen, unterscheiden sie sich von den klassischen tRNAs sowohl in ihren Stem- und 
Loop-Längen, als auch in ihrem Modifikationsniveau. Etwa ein Nukleotid von 8-10 Nukleotiden 
in cytosolischen tRNAs und nur eines von 17-18 Nukleotiden in mitochondrialen tRNAs von 
Säugern werden posttranskriptional modifiziert [Sprinzl and Vassilenko, 2005]. Durch zahlreiche 
nicht-Watson-Crick Basenpaare in den Stem-Regionen sind mitochondriale tRNAs instabiler als 
klassische. 
Trotz vieler Kenntnisse über die tRNA-Struktur sind die Wechselwirkungen zwischen diesen 
tRNA Strukturelementen noch nicht vollständig aufgeklärt, und der Einfluß von modifizierten 
Nukleotiden in mitochondrialen tRNAs ist im Wesentlichen unerforscht. Das Ziel dieser Arbeit 
war es, durch Anwendung verschiedener biochemischer Methoden das Zusammenspiel von 
Nukleotidmodifikation und tRNA-Struktur vor dem Hintergrund pathogener Mutationen zu 
untersuchen. Im Detail wurden Transkripte der mitochondrialen tRNALys, tRNALeu(CUN), tRNAGln 
und tRNASer(UCN) auf ihre Substrateigenschaften in einem in vitro Modifikationsassy mit 
mitochondrialem S-100 Extrakt aus HeLa Zellen getestet, und die Strukturen dieser Transkripte 
durch chemische und enzymatische Kartierung untersucht. Im besonderen Fall von tRNASer(UCN) 
wurden weitergehende Untersuchungen durch UV-Schmelzkurven vor und nach präparativer 
Modifikation mit rekombinanten Pseudouridin-Synthasen aus Saccharomyces cerevisiae 
(scPus1p und scPus4p) durchgeführt. Von den erhaltenen Ergebnisse,die unten detalliert 
diskutiert werden, lassen sich allgemeine Erkenntnisse ableiten. Posttranskriptionelle 
Modifikationen spielen eine wichtige Rolle in der strukturellen und wahrscheinlich auch in der 
metabolischen Stabilität der tRNAs, wobei die Aktivität der Modifikationsenzyme durch 
Mutationen im Kernbereich der tRNA entscheidend verringert wird.  
 
Zusammenhang zwischen posttranskriptioneller Modifikation und Struktur von 
humaner mitochondrialer tRNALys 
Eine extreme Variabilität des klinischen Bildes findet man bei der so genannten MERRF-
Mutation an Position 8344 in der tRNALys. Sie wurde zwar ursprünglich mit den definierten 
mitochondrialen Erkrankungsbildern assoziiert vorgefunden, konnte aber mittlerweile mit einer 
Reihe weitere Syndrome in Verbindung gebracht werden (myoklonische und tonisch-klonische 
Epilepsie, mitochondriale Myopathie, neurosensorischer Taubheit, Ataxie und Demenz). Studien 
der COX-Aktivität in Fibroblasten Zellen aus Patienten zeigten eine um 20 % reduzierte Aktivität 





posttranskriptioneller Modifikation abhängig [Helm et al., 1998] [Helm and Attardi, 2004]. Das 
unmodifizierte in vitro Transkript von tRNALys faltet sich in eine alternative haarnadelähnliche 
Struktur. Die Methylierung des Adenins in der Position 9 stabilisiert die Kleeblattstruktur von 
tRNALys (Abbildung 5.1). 
Durch die Arbeitsgruppe von Attardi [Helm et al., 1999] wurde gezeigt, dass die tRNALys in der 
humanen pT4 Zelllinie für die A8344G Mutante und in der pT3 Zelllinie für den WT im 
Gegensatz zu der tRNALeu(UUR) untermodifiziert war. Eine Erklärung dafür könnte die alternative 
Faltung der tRNALys sein (Abbildung 5.1). Bei in vitro Transkripten dieser tRNA entsteht ein 
Gleichgewicht zwischen Species mit Haarnadel- bzw. Kleeblattstruktur. Die m1A9 Modifikation 
verschiebt nur bei dem WT das Gleichgewicht in Richtung Kleeblattstruktur, nicht aber bei der 
Mutante (Voigts-Hoffmann, nicht publiziert).  Auch die Schmelzpunkte der Mutante sind im 
Vergleich zu dem WT um etwa 3 °C in die Richtung geringerer Temperatur verschoben (Tm1 = 
56 °C, Tm2 = 67 °C für WT und Tm1 = 59 °C, Tm2 = 70 °C für die Mutante) (Helm, nicht 
publiziert). 
Nach Inkubation von tRNALys-WT mit mitochondrialem Proteinextrakt wurden m1A, m2G und Ψ 
detektiert. Bei tRNALys-A8344G konnte zwar Ψ nachgewiesen werden, jedoch im Vergleich zum 
WT zu einem deutlich geringeren Prozentsatz. Die weiteren zwei Modifikationen m1A und m2G 
waren sogar ausschließlich beim WT nachweisbar. 
 
 
Abbildung 5.1: Zwei alternative Strukturen von tRNALys-WT Transkript; (A) Haarnadelstruktur. (B) 
Kleeblattstruktur. Blau und rot kennzeichnen die D- bzw. T-Stem in der Kleeblattstruktur. 
A
B




Zusammenhang zwischen posttranskriptioneller Modifikation und Struktur von 
humaner mitochondrialer tRNAGln 
Eine weitere Mutation (T4336C), deren Pathogenität mit Parkinson in Zusammenhang gebracht 
wurde, befindet sich in einem Gen, welches für tRNAGln kodiert. Bei der posttranskriptionellen 
Modifikation mit mitochondrialem Extrakt wurde höhere Pseudouridin-Synthase-Aktivität bei 
Mutante nachgewiesen, obwohl die enzymatische und chemische Kartierung keinen eindeutigen 
Struktur-Unterschied zwischen dem WT und der Mutante ergab. Die Kartierungsdaten 
dokumentierten, dass die Transkripte von tRNAGln-WT und -T4336C Mutante in einer 
klassischen L-Struktur gefaltet sind.  
Im Rahmen dieser Arbeit konnte eine neue Modifikation m1Ψ nachgewiesen werden, die aber 
wegen geringer Relevanz nicht weiter verfolgt wurde. 
 
Zusammenhang zwischen posttranskriptioneller Modifikation und Struktur von 
humaner mitochondrialer tRNALeu(CUN) 
Fu et al. [Fu et al., 1996] berichteten 1996 von der neuen Mutation G12315A in der 
tRNALeu(CUN), die mit CPEO und Taubheit in Verbindung gebracht wird. Ein Jahr später wurde 
von Weber et al. [Weber et al., 1997] eine weitere Mutation (A12320G) in der tRNALeu(CUN) 
identifiziert. Die Analysen der Muskel- und Blutzellen sowie der Fibroblasten haben einen 
Defekt der Aktivität der Atmungskette nur in Muskelzellen gezeigt. 
Mit Hilfe der chemischen und enzymatischen Kartierung konnte gezeigt werden, dass durch die 
Mutationen G12315A und A12320G Strukturänderungen von tRNALeu(CUN) bewirkt werden. 
Durch die G52A Transition im T-Stem wird die Tertiärstruktur instabiler, wohingegen die 
Transition A57G die tertiäre Interaktionen zwischen T- und D-Loop stabilisiert. Diese Aussage 
wurde durch Untersuchung des Schmelzverhaltens der tRNA-Transkripte unterstützt. Der 
Vergleich der Kurven zeigte einen deutlichen Unterschied in der tRNA-Struktur zwischen WT 
und beiden Mutanten. Die Schmelzpunkterniedrigung der G12315A Mutante und auch der steile 
Anstieg des ersten Überganges ist mit schwach ausgebildeten sekundären bzw. tertiären 
Strukturen, verursacht durch die G52A Mutation, zu begründen. Bei der A12320G Mutante 
entfalten sich die tertiären Bindungen später und dadurch verschiebt sich der Tm-Wert des 
zweiten Übergangs, an dem die Sekundärstrukturen schmelzen, um 3 °C. Dieser Befund lässt 
vermuten, dass die tRNA-Struktur der A12320G Mutante durch die A57G Transition kompakter 





instabiler ist als die des WTs. Die Schmelzkurven-Daten stimmen mit den Befunden aus dem 
Spaltungsmuster des Nukleaseverdaus bzw. mit den Blei-Modifizierungsmustern überein, die 
ihrerseits bereits auf eine veränderte tRNA-Struktur hinwiesen.      
Bei der Bestimmung der Modifikationseffizienzen konnte ein geringeres Modifikationsniveau bei 
beiden Mutanten detektiert werden. Nach Inkubation der tRNA-Transkripte mit mitochondrialem 
Proteinextrakt wurden in der tRNALeu(CUN) sowohl bei dem WT als auch bei den Mutanten zu Ψ 
modifizierte Us in den Positionen 27/28 detektiert, im WT jedoch zu einem signifikant höheren 
Prozentsatz. Unterschiedlich waren auch die Modifikationseffizienzen an der m1A9 Position. 
 
Zusammenhang zwischen posttranskriptioneller Modifikation und Struktur von 
humaner mitochondrialer tRNASer(UCN) 
Trotz des gesicherten Zusammenhangs zwischen der G7497A Mutation der mtDNA und dem 
klinischen Bild der progressiven Myoklonus-Epilepsie und Gehörlosigkeit [Jaksch et al., 1998] 
sind die Beziehungen zwischen Genotyp und Phänotyp noch nicht geklärt. Die Studien der 
pathogenen Punktmutationen G7497A und T7512C in dem tRNASer(UCN)-Gen zeigten in 
Osteosarcoma Zellen eine reduzierte Menge zur Verfügung stehender funktioneller mt tRNAs auf 
10 %, was zu einer Verminderung der Proteinsynthese um 40 % führt [Mollers et al., 2005].  
Die native humane mitochondriale tRNASer(UCN) wird posttranskriptional an fünf Positionen 
modifiziert. Wir vermuteten, dass die Verringerung der Proteinsynthese in G7497A und T7512C 
gegenüber den Kontrollzellen um etwa 68 % bzw. 58 % [Mollers et al., 2005] die Folge einer 
nicht ausreichenden Modifikation der tRNA war, die zu einem schnelleren Abbau der tRNA 
führt. Diese Hypothese wurde mit Hilfe der 2D-Dünnschichtchromatographie von 
posttranskriptionellen modifizierten und mit Nukleasen verdauten Transkripten unterstützt. So 
lag die Modifikationsrate der Mutanten um den Faktor 1,5 niedriger als beim WT.  
Sowohl mit temperaturabhängiger chemischer und enzymatischer Kartierung als auch durch 
Schmelzkurvenanalyse konnten einige grundlegende Eigenschaften der Faltung von  
tRNASer(UCN)-WT und Mutanten aufgeklärt werden.  
Die Spaltfragmente von allen drei tRNAs mit T2-, S1- und V1-Kartierung zeigten keine 
eindeutigen Unterschiede im Verdaumuster im Vergleich zum T1-Verdau. Für die genaue 
Analyse der tRNA-Struktur wurde die T1 RNase Kartierung bei sechs verschiedenen 
Temperaturen durchgeführt (20, 25, 30, 35, 40 und 45 °C). In allen Fällen stimmten die Daten 
aus allen Messmethoden sehr gut überein, und wiesen auf einen deutlichen Unterschied in der 




tRNA-Struktur hin. Offenbar ist ein gewisser Strukturanteil der tRNASer(UCN)-G7497A noch 
stärker gefaltet, so dass die Struktur dadurch noch stärker stabilisiert ist. Diese Hypothese wurde 
mittels Schmelzkurvenanalyse bestätigt. Die humane mt tRNASer(UCN)-WT durchläuft bei mäßiger 
Ionenstärke (100 mM Na+, 1 mM Mg2+) während des Schmelzens zwei definierte Übergänge. 
Dagegen ist bei der G7497A Mutante nur ein Übergang zu sehen, was bedeutet, dass die 
Tertiärstruktur der tRNA so kompakt vorliegt, dass sie gleichzeitig mit der Sekundärstruktur 
aufgelöst wird.  
Weitere Hinweise aufr eine kompaktere Struktur der G7497A Mutante wurden durch native 
Gelelektrophorese erhalten. Die Gelshift-Studien zeigten eindeutig, dass die C?U Transition zu 
einer Strukturänderung der G7497A Mutante führt und nicht aber die Transition A?G der 
T7512C.  
G•U Basenpaare, die als Wobble-Paare bezeichnet werden, sind sehr oft vorkommende 
Basenpaare in tRNAs. Die hum mt tRNASer(UCN)-WT enthält 6 G•U Basenpaare. Sie passen 
relativ gut in die Watson-Crick Geometrie der RNA-Helix (G(O6)…U(N3) und G(N1)…U(O2)) 
und erzeugen nur eine geringfügige Ausbuchtung des Phosphatrückgrates [Masquida et al., 
1999]. Eine kleine Änderung der Geometrie des D-Armes also erfolgt durch die G22U Mutation 
und führt so variablen Loop und D-Arm der tRNA in räumliche Nähe zueinander, was eine 
tertiäre Wechselwirkung zwischen G46 und dem G13•U22 Basenpaar ermöglichen könnte. Es ist 
eine oft vorkommende Wechselwirkung in klassischen tRNAs, die man aber nicht mittels NMR 
von mt tRNASer(UCN) aus Rind erhalten konnte [Watanabe et al., 1994].  
 
Der Vergleich der tRNASer(UCN)-Sequenz vom Menschen und von Menschenaffen ergaben hohe 
Homologien. So sind humane und Gorilla-Sequenz zu 97 % und humane und Orang-Utan 
Sequenz zu 93 % homolog. Die G46A Transition führte zu einer kompakteren Struktur der 
G7497A Mutante, was darauf hindeutet, dass eine Interaktion zwischen diesem Guanin und dem 
G13•U22 Basenpaar bestehen könnte. Dies könnte eine Erklärung für die längere Laufstrecke 
dieser Chimäre1 sein. Die Laufstrecken der Chimäre2 und der Orang-Utan-WT Transkripte 
entsprachen der humanen mitochondrialen Wildtyp-Laufstrecke. Die Kompensation der G22U 
Mutation durch zwei anderen Mutationen (A15G und C20U) deutet darauf hin, dass der 
beobachtete Gel-Shift Effekt der G7497A Mutante auf die veränderte tRNA-Struktur 






Die Auswirkung der Mutation auf die Modifikationseffizienz ist bei der temperaturabhängigen 
Experimenten deutlich zu erkennen. Die Aktivität des Pus4 Enzyms ist bei der Mutante um 30 % 
herabgesetzt. Die T-Stem/-Loop Struktur der tRNA dient dem Pus4 Enzym als 
Erkennungsmerkmal für ihr tRNA–Substrat und wird so zur effizienten Pseudouridinylierung 
benötigt [Becker et al., 1997]. Durch temperaturabhängige Experimente der Enzymkinetiken 
konnte gezeigt werden, dass die G7497A Mutante ein schlechteres Substrat für das Pseudouridin 
Synthase Enzym darstellt. Die Aktivität des Enzyms kann durch ein G•U-Basenpaar am Ende der 
Helix des D-Armes entscheidend verringert werden. Man nimmt an, dass für eine optimale 
Funktion des Enzyms der D-Stem eine normale helikale Struktur ausbildet, die ihrerseits die 
Bildung der tertiären Struktur der tRNA beeinflusst.  
 
Weitere Hinweise, die auf eine Abhängigkeit zwischen C22 Mutation und der 
posttranskriptionellen Modifikation der tRNA hindeuten, wurden bei der Durchführung von 
Aktivitätstests mit Pus1 und Pus4 Enzymen aus Saccharomyces cerevisiae erhalten. Der 
Vergleich mit Enzymkinetiken von in vitro synthetisierten tRNA-Transkripten zeigte, dass die 
C22U Mutation einen starken Einfluss auf die Erkennung sowohl durch humane mitochondriale 
Enzyme als auch durch rekombinante Hefe Pus4 und Pus1 Enzyme hat.  
Die Stabilisierung der tRNA-Struktur durch Modifikation wurde bereits mit Hilfe von UV-
Schmelzkurven von nativen tRNAs und unmodifizierten Transkripten von tRNASer(UCN) aus Rind 
gezeigt [Hayashi et al., 1998]. Durch Schmelzkurven von teilmodifizierten und unmodifizierten 
Transkripten konnte dies bestätigt weden. Das Verfahren wurde mit modifizierten Transkripten 
durchgeführt, die durch posttranskriptionelle Modifikation mit rekombinante Pus1 oder/und Pus4 
aus S.cerevisiae hergestellt wurden. Ein wichtiges Kriterium für die Schmelzkurvenanalyse stellt 
der Modifikationsgrad der zu untersuchenden tRNA-Moleküle dar. Die mittels 
Kapillarelektrophorese erhaltenen Werte (70 %) waren ausreichend für eine Vergleichsanalyse. 
Für eine Aussage über die Stabilität der tRNA-Transkripte wurde die Schmelztemperatur (Tm), 
als Temperatur bei der die Hälfte der Transkripte denaturierend vorliegt, bestimmt (Tabelle 4.6). 
Ausgehend von diesen Beobachtungen sollte untersucht werden, ob die Modifikationen der 
tRNASer(UCN) einen Einfluss auf das Laufverhalten der tRNAs in nativen Gelen haben. Bei den 
hier durchgeführten Hybridisierungsexperimenten wurden Ergebnisse erhalten, die einen 
eindeutigen Unterschied im Laufverhalten im nativen Gel zwischen dem WT und der G7497A 
Mutante zeigten. Im Fall der modifizierten Transkripte wurden zusätzliche Banden erhalten. Die 




weniger weit gelaufene Bande entsprach dem nicht modifizierten Transkript und lag bei allen 
modifizierten Transkripten auf derselben Höhe wie das nicht modifizierte Transkript. Trotz 
Strukturunterschieden, die auf denaturierenden Gel zu sehen waren, ergab die enzymatische 
Kartierung der modifizierten Transkripte keinen Unterschied zu den nicht modifizierten. 
 
Schlußfolgerung 
Mitochondriale Enzephalomyopathien beruhen auf Störungen in der mitochondrialen 
Atmungskette. Die erste mitochondriale Myopathie wurde im Jahr 1962 beschrieben [Luft et al., 
1962]. Seitdem sind über 150 Mutationen im humanen mitochondrialen Genom mit pathogener 
Auswirkung bekannt geworden [Florentz et al., 2003]. Mehr als die Hälfte dieser Mutationen 
liegen in den Genen, die für tRNA-Moleküle kodieren. Die klinische Symptome sind unter 
anderem Schwerhörigkeit, Epilepsie und progressive Demenz. In der mitochondrialen DNA 
finden sich Punktmutationen und auch große Deletionen. Die häufigste Punktmutation ist die 
A3243G Mutation in tRNALeu(UUR), die sich bei etwa 80 % der Patienten mit MELAS-Syndrom 
findet. Bei Patienten mit MERRF-Syndrom findet man in rund 80 % der Fälle die A8344G 
Mutation in tRNALys. 
Trotz vieler Kenntnisse über die tRNA-Struktur sind die Wechselwirkungen zwischen diesen 
tRNA Strukturelementen noch nicht vollständig aufgeklärt, und der Einfluß von modifizierten 
Nukleotiden ist in mitochondrialen tRNAs im Wesentlichen unerforscht. 
Einen Zusammenhang zwischen der posttranskriptionellen Modifikation an der Wobble-Position 
von tRNAs und Pathogenität wurde schon gezeigt [Kirino et al., 2005]. In dieser Arbeit wurde 
Pathogenität unter einem anderen Aspekt von Modifikationen untersucht, und zwar dem, der 
Stabilität der tRNA-Struktur beeinflusst. Für eine optimale Funktion der Enzyme sind bestimmte 
Strukturen in der tRNA notwendig, die durch die Mutation verändert werden, und dadurch die 
Modifikationseffizienz beeinflussen. Hierbei kann man die verminderte Modifikationseffizienzen 
der Mutanten mit der Änderung der tRNA-Struktur erklären.  
Damit wurde die Hypothese unterstützt, dass die meisten pathogenen Mutationen im Kernbereich 
der tRNA deren Struktur signifikant beeinflussen. Mit Ausnahme einer Mutation T4336C in 
tRNAGln, welche die Aktivität der Pseudouridin-Synthase im Vergleich zu dem Wildtyp erhöhte, 
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7 Anhang  
Anhang 1: Posttranskriptionelle Modifikation der tRNAGln.  
2D-Dünnschichtchromatographie: A, Adenosinmonophosphat; C, Cytidinmonophosphat; U, 
Uridinmonophosphat; G, Guanosinmonophosphat; m1A, 1-Methyladenosinmonophosphat; m1G, 
1-Methylguanosinmonophosphat; m2G, N2-Methylguanosinmonophosphat; Ψ, 
Pseudouridinmonophosphat; m1Ψ, 1-Methylpseudouridinphosphat.  
DC-Laufpuffer: A, Isobuttersäure / Ammoniak / H2O (66/1/33; v/v/v); B, Phosphat-Puffer  pH 
6,8  (0,1 M) / Ammoniumsulfat /1-Propanol (100/60/1,5; v/w/v); C, HCl reinst / Isopropanol / 












Anhang 2: Schmelzkurvenanalyse von tRNALeu(CUN)-WT, –12320G und – G12315A  in vitro 





















rt tRNALeu(CUN)-WT 0mM  M gtRNALeu(CUN)-WT 0.5mM  M g
tRNALeu(CUN)-WT 1mM  Mg




















rt tRNALeu(CUN)-T12320C 0mM  M gtRNALeu(CUN)-T12320C 0.5mM  M g
tRNALeu(CUN)-T12320C 1mM  M g






















rt tRNALeu(CUN)-C12315T 0mM MgtRNALeu(CUN)-C12315T 0.5mM  M g







Anhang 3: RNase T1 Kartierung von tRNASer(UCN) 3´-markierten in vitro Transkripten bei 20 – 45 
°C. G, Spaltung mit RNase T1 unter denaturierenden Bedingungen; L, alkalische Hydrolyseleiter; C, 





























Anhang 4: Erste Ableitungen der tRNASer(UCN)-WT in vitro Transkripten in Anwesenheit von 0, 0.5, 




















tRNASer-WT 0mM  M g tRNASer-WT 0,5mM  M g
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